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 Certaines bactéries, capables d’échanger des électrons avec un matériau conducteur sans l’aide 
de médiateur, forment sur la surface conductrice des biofilms électroactifs. Cette propriété bactérienne 
a été récemment découverte (2001). Les objectifs de ce travail sont de développer des biofilms 
électroactifs dans divers environnements naturels à partir de la flore indigène, puis par des méthodes 
électrochimiques complémentaires, chronoampérométrie et voltammétrie cyclique, d’évaluer 
l’électroactivité d'isolats issus de biofilms ainsi formés et de caractériser les mécanismes du transfert 
d’électrons entre bactéries et matériau.  
 Tout d'abord, des biofilms électroactifs ont été développés en chronoampérométrie dans du 
terreau et de l’eau provenant de la mangrove guyanaise. Ces biofilms sont respectivement capables 
d’utiliser une électrode comme accepteur d'électrons (oxydation) ou comme donneur (réduction). Dans 
le terreau, les résultats obtenus en chronoampérométrie et en voltammétrie cyclique suggèrent un 
transfert électronique en deux étapes : consommation lente du substrat puis transfert rapide des 
électrons entre les bactéries et l’électrode. 
 Ensuite, la capacité à catalyser la réduction de l'oxygène a été démontrée par voltammétrie 
cyclique pour des isolats aérobies facultatifs issus des biofilms du terreau (Enterobacter spp. et 
Pseudomonas spp.) et des isolats aérobies obtenus à partir de biofilms marins (majoritairement 
Roseobacter spp.). Enfin, des biofilms générant une augmentation du courant en chronoampérométrie 
ont été développés en bioréacteur sur milieu synthétique à partir d'une culture pure d'isolats. Ainsi, 
pour la première fois, l'électroactivité de plusieurs souches anaérobies de Geobacter bremensis isolées 
des biofilms du terreau a été mise en évidence.  
 









 Some bacteria, which are able to exchange electrons with a conductive material without 
mediator form on conductive surfaces electroactive biofilms. This bacterial property has been recently 
discovered (2001). Objectives of this work are to develop electroactive biofilms in various natural 
environments from indigenous flora, then through complementary electrochemical techniques 
(chronoamperometry and cyclic voltammetry), to evaluate electroactivity of isolates coming from so-
formed biofilms and to characterize mechanisms of electron transfer between bacteria and materials.  
 First, electroactive biofilms have been developed under chronoamperometry in garden 
compost and in water coming from Guyana mangrove. These biofilms were respectively able to use an 
electrode as electron acceptor (oxidation) or as electron donor (reduction). In compost, results obtained 
in chronoamperometry and cyclic voltammetry suggest a two-step electron transfer: slow substrate 
consumption, then rapid electron transfer between bacteria and the electrode. 
 Thereafter, the ability to reduce oxygen was demonstrated with cyclic voltammetry for 
facultative aerobic isolates from compost biofilms (Enterobacter spp. and Pseudomonas spp.) and for 
aerobic isolates obtained from marine electroactive biofilms (Roseobacter spp. in majority). Finally, 
biofilms inducing current increase in chronoamperometry were developed in bioreactor with synthetic 
medium from a pure culture of isolates. Hence, for the first time, electroactivity of several anaerobic 
strains of Geobacter bremensis isolated from compost biofilms was highlighted.  
 
Keywords: bioelectrochemistry, electroactive biofilms, marine biofilms, compost, Geobacter 
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 Pendant longtemps les bactéries ont été étudiées sous forme planctonique en culture 
liquide, i.e. en tant que cellules libres, alors que, paradoxalement, dans la nature, la majorité 
d’entre elles se trouvent sous forme de biofilm. Dans cette structure particulière, les micro-
organismes se développent en micro-colonies adhérentes les unes aux autres et à une interface 
ou sur une surface solide. Les biofilms colonisent des surfaces très variées et sont 
particulièrement connus pour leurs effets néfastes dans les domaines de la santé publique et de 
l’industrie générant des charges économiques importantes. Parmi leurs impacts négatifs les 
plus connus, on peut citer les maladies nosocomiales, les contaminations de produits 
alimentaires, la biodétérioration des matériaux (en particulier la biocorrosion), l’encrassement 
biologique des équipements industriels, etc... Néanmoins, une découverte récente permet de 
valoriser le rôle des biofilms. Des études ont en effet montré que des bactéries formant des 
biofilms à la surface de matériaux conducteurs sont capables d’échanger des électrons 
directement avec cette surface sans l’aide d’un médiateur pour assurer la liaison électronique. 
Ces biofilms électroactifs sont ainsi capables de transférer directement des électrons issus de 
leur métabolisme à une électrode ou d’utiliser directement une électrode comme source 
d’électrons pour leur développement. La découverte de cette propriété offre de nouvelles 
perspectives dans de nombreux domaines, notamment ceux des biotechnologies, du 
développement durable et de la santé. A titre d’exemple, ces biofilms sont capables de réduire 
des métaux lourds non solubles (chrome, uranium, etc...) jouant ainsi un rôle dans la 
bioremédiation des eaux et de sols contaminés. Il peut également être envisagé d’utiliser les 
biofilms électroactifs dans des capteurs électrochimiques afin de suivre le développement de 
biofilms dans des installations où leur présence est indésirable. Enfin, la maîtrise des biofilms 
électroactifs a un impact important dans le domaine des énergies renouvelables notamment 
avec le développement des piles à combustible microbiennes, grâce auxquelles la production 
d’électricité est couplée au traitement des déchets organiques. 
 
 Dans ce contexte innovant, un projet européen a été mis en place en 2004, sous la 
direction du CNRS, visant à répondre à un certain nombre d’interrogations suscitées par la 
découverte récente des biofilms électroactifs : complexité et hétérogénéité des biofilms dans 
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surfaces conductrices, diversité des métabolismes microbiens... Ainsi, le travail présenté dans 
ce manuscrit a été réalisé au Laboratoire de Génie Chimique (UMR 5503) dans le cadre du 
projet européen Electrochemically Active Biofilms (6ème PCRDT, NEST 508866) dans le 
programme "Sciences et Technologies Nouvelles et Emergentes" (NEST), porteur de projets 
innovants. L’étude repose sur une approche pluridisciplinaire autour de l’électrochimie et de 
la microbiologie menée par sept partenaires européens intervenant dans les différentes étapes 
composant le projet :  
- le Laboratoire de Génie Chimique, Centre National de la Recherche Scientifique 
(CNRS, France) pour ses compétences en bioélectrochimie, 
- l’Institut des Sciences Marines de Gênes, Conseil National de la Recherche (CNR-
ISMAR, Italie) pour son expérience des biofilms électroactifs en eau de mer et ses 
compétences en électrochimie, 
- l’Université de Duisbourg-Essen (Biofilm Center, Allemagne) pour ses 
compétences dans l’ingénierie des biofilms,  
- l’Université de Gand (Belgique) pour ses compétences en microbiologie et 
biologie moléculaire,  
- l’Université de Lisbonne (Portugal) pour son travail sur les bactéries sulfato-
réductrices et les hydrogénases, 
- le Commissariat à l’Energie Atomique (CEA, France) pour ses compétences en 
corrosion (CEA Saclay) et en microbiologie et biologie moléculaire (CEA 
Cadarache), 
- le Centre Electrotechnique Expérimental Italien (CESI, Italie) pour son savoir-faire 
dans le suivi électrochimique du développement des biofilms par le capteur BIOX. 
Dans ce contexte, la démarche suivie pour les travaux de thèse décrits dans ce manuscrit vise 
à découvrir de nouvelles bactéries électroactives capables d’assurer des échanges d’électrons 
efficaces avec différents matériaux conducteurs. Dans un premier temps, différents 
environnements naturels ont été sondés par chronoampérométrie afin de former et détecter des 
biofilms électroactifs à partir de la flore indigène. Dans un deuxième temps, les transferts 
d’électrons entre les bactéries et une électrode ont été étudiés en culture pure avec les isolats 
issus des biofilms formés dans les milieux naturels.  
 
 Les travaux sont présentés au travers de cinq chapitres. Le chapitre I est une synthèse 
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électroactifs, les bactéries électroactives actuellement identifiées, ainsi que les mécanismes 
proposés pour le transfert électronique entre les bactéries et les matériaux conducteurs. Le 
chapitre II détaille les matériels et méthodes ; il décrit les conditions expérimentales utilisées. 
Les trois chapitres suivants présentent les résultats obtenus et s’articulent autour de cinq 
publications (2 acceptées, 2 soumises et 1 en préparation), certaines réalisées en collaboration 
avec des partenaires du projet européen, ainsi que sur des résultats complémentaires. Le 
chapitre III présente les résultats des campagnes de sondage de différents environnements 
naturels pour la formation de biofilms électroactifs. Le chapitre IV décrit la capacité de micro-
organismes isolés de biofilms électroactifs à catalyser la réduction électrochimique de 
l’oxygène. Le chapitre V porte sur l’électroactivité d’isolats anaérobies cultivés en bioréacteur 
dans un milieu synthétique afin d’évaluer et améliorer leur capacité à échanger des électrons 
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I.1. Les biofilms 
 
I.1.1. Qu’est ce qu’un biofilm ? 
 
 Dans les écosystèmes naturels, les micro-organismes vivent généralement au sein de 
communautés microbiennes appelées biofilms. Un biofilm est constitué de micro-organismes 
adhérant à une surface ou une interface en milieu humide ou aqueux (Costerton et al., 1994), 
on parle alors de communautés microbiennes sessiles. Ces micro-organismes sont englobés 
dans une matrice généralement constituée de polymères extracellulaires ou EPS 
("extrapolymeric substances") sécrétés par ces mêmes micro-organismes. Les EPS renferment 
en majorité des polysaccharides macromoléculaires et en moindre mesure des protéines, des 
lipides et acides nucléiques (Flemming et al., 1999 ; Sutherland, 2001). 
 Bien que Van Leeuwenhoek ait été le premier à examiner des biofilms bactériens sur 
la surface de ses propres dents au XVIIème siècle (Donlan et Costerton, 2002), la première 
étude scientifique consacrée aux biofilms date de 1943 (Zobell, 1943). Depuis, des biofilms 
ont été observés dans de nombreux environnements. La prédominance du mode de vie sous 
forme de biofilm ne fut cependant affirmée qu’en 1978 (Costerton et al., 1978). Il a été 
montré que plus de 99% des bactéries se développent en biofilms (Coghlan, 1996 ; Donlan et 
Costerton, 2002) sur une grande variété de surfaces telles que les métaux, les plastiques, les 
tissus vivants (tissus humains, feuilles et racines des végétaux), les surfaces minérales 
(pierres, bétons). Un biofilm peut être constitué d’une seule espèce bactérienne ou de 
plusieurs espèces de bactéries mais de champignons, algues, protozoaires (Lock, 1993).  
 
 Les bactéries contenues dans un biofilm présentent des caractéristiques très différentes 
de leurs homologues planctoniques (bactéries libres en suspension) parmi lesquelles des 
modifications structurales (par exemple la disparition des flagelles, Flemming, 1990 ; 
Costerton et al., 1995), la production d’exopolymères, la mise en place d’un système de 
communication chimique ("quorum sensing") (Parsek et Greenberg, 2000), une augmentation 
significative de leur résistance aux agents antimicrobiens (désinfectants ou antibiotiques) et 
aux stress environnementaux (déshydratation, privation nutritionnelle, rayonnements ultra-
violets…) (Frank et Koffi, 1990; Morton et al., 1998, Mah et O’Toole, 2001 ; Campanac et 
al., 2002)). Les bactéries des biofilms expriment donc un phénotype différent des bactéries en 
suspension. Entre 3 et 50% du protéome total est modifié chez les bactéries des biofilms par 
rapport à celui des cellules planctoniques (Sauer 2003 ; Jouenne et al., 2004). Par exemple, 
Chapitre I : Synthèse bibliographique 
 
 
     10
des études de protéomique ont mis en évidence que plus de 50% du protéome (soit plus de 
800 protéines) ont un niveau d’expression différent dans le biofilm mature comparé à l’état 
planctonique (Sauer et al., 2002). De même, 38% des gènes sont affectés lors du passage de la 
forme planctonique à la forme sessile pour Escherichia coli K-12 (Prigent-Combaret et al., 
1999). 
 
I.1.2. Formation des biofilms 
 
 La formation d’un biofilm bactérien sur une surface solide est un phénomène 
complexe dans lequel des processus physiques, chimiques et biologiques sont impliqués 
(Characklis et Marshall, 1990 ; Lappin-Scott et Costerton, 1995). La constitution d’un 
biofilm mature nécessite plusieurs étapes (Figure I.1.) : 
- attachement réversible des bactéries, 
- adhésion irréversible et production d’EPS, 
- formation des micro-colonies, 
- maturation du biofilm et mise en place de la structure tridimensionnelle du biofilm, 














Figure I.1. Représentation schématique des différentes étapes conduisant à la formation d’un 
biofilm (d’après Stoodley et al., 2002). 
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Conditionnement de la surface par le milieu. La nature du milieu, du matériau, ainsi que les 
caractéristiques de surface de ce dernier, sont des paramètres essentiels intervenant lors de 
cette première étape. En effet, la surface est le siège d’une absorption irréversible de 
macromolécules telles que des acides humiques, des polysaccharides ou des protéines, 
conduisant à la formation d’un film conditionnant ("conditionning film") (Baier, 1980 ; Little 
et Jacobus, 1984 ; Ishida et Griffiths, 1990). Ce film est qualifié de conditionnant car il peut 
modifier les propriétés de surface initiales du matériau ce qui a pour conséquence soit de 
prévenir l’approche des bactéries soit au contraire de créer un micro-environnement favorable 
à l’adhésion stable des bactéries.  
 
Adhésion des bactéries. L’approche des bactéries de la surface dépend des propriétés 
dynamiques du milieu (vitesse d’écoulement du fluide) et des propriétés physico chimiques de 
la surface (Katsikogianni et al., 2004). L’adhésion bactérienne implique le déplacement de la 
cellule vers le lieu de son adhésion. Cette approche nécessite différents appendices bactériens, 
tels que les flagelles et les cils (O’Toole et Kolter, 1998 ; Gavin et al., 2003) qui permettent 
également à la bactérie de se déplacer sur la surface. D’autres appendices, les pilis sont pour 
leur part impliqués dans l’attachement initial à la surface (Fletcher et al., 1993 ; McBride, 
2001). Dans un premier temps l’adhésion est due à des interactions faibles entre la surface et 
les bactéries (interactions de type van der Waals et électrostatiques). A ce stade, la bactérie 
peut désorber de la surface et retrouver son état planctonique, l’adhésion est donc réversible. 
Dans un deuxième temps, l’adhésion devient irréversible grâce à la sécrétion d’exopolymères 
par les bactéries permettant de consolider leur fixation au support. Dans ce cas, des 
interactions fortes s’établissent entre la bactérie et la surface avec des liaisons de type 
hydrophobe. La synthèse des EPS, qui débute dès les premières étapes d’adhésion, se poursuit 
pendant la maturation du biofilm (Kuchma et al., 2005 ; Spiers et al., 2003) et la matrice peut 
alors occuper jusqu’à 75-95 % du volume d’un biofilm mature (Suci et al., 1994). 
 
Croissance du biofilm. Une fois que la bactérie est irréversiblement adhérée à la surface, sa 
multiplication conduit à la formation de colonies qui vont recouvrir toute ou une partie de la 
surface selon les propriétés de surface des bactéries et des matériaux. La structure du biofilm 
dépend des conditions environnementales telles que la source de carbone ou le régime 
hydrodynamique (Stanley et al., 2003 ; Klausen et al., 2006). Par la suite le biofilm a une 
croissance exponentielle se traduisant par une augmentation importante de son épaisseur 
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jusqu’à former un film hétérogène tridimensionnel (Costerton et al., 1995 ; Davey et O’Toole, 
2000 ; Sauer et al., 2002). Dans cette structure tridimensionnelle se forment des canaux 
permettant la circulation de nutriments (Costerton et al., 1999), d’oxygène et l’évacuation des 
produits issus du métabolisme bactérien. Finalement l’épaisseur du biofilm se stabilise 
lorsque les phénomènes d’arrachement du biofilm compensent sa croissance. 
 
Dispersion du biofilm. Le détachement de cellules du biofilm intervient lorsque les conditions 
environnementales deviennent défavorables : limitation de la disponibilité en oxygène dans 
des biofilms épais, apparition de forces de cisaillement dues aux conditions hydrodynamiques, 
diminution de la concentration ou modification de la nature des nutriments disponibles (Sauer 
et al., 2002 ; Sauer et al., 2004). Les bactéries peuvent alors migrer afin de trouver un 
environnement plus favorable à leur développement. Ce phénomène n’est pas restreint au 
dernier stade du développement du biofilm mais peut avoir lieu, soit par lyse cellulaire soit 
par le départ de cellules viables, tout au long de la formation du biofilm et en réponse à un 
changement d’environnement.  
 
I.1.3. Axes de recherche actuels sur les biofilms 
 
 Depuis plusieurs années, les biofilms sont la cible d’importantes recherches montrant 
que leurs propriétés biologiques sont aussi diverses que les organismes qui les constituent et 
qu’il existe une multitude d’environnements dans lesquels ils peuvent se développer. Les 
recherches sont axées soit sur la lutte contre les biofilms, ceux-ci étant responsables de 
nombreux problèmes économiques et sanitaires, soit sur l’utilisation des propriétés positives 
des biofilms.  
 
 Le développement sous forme de biofilm sur une surface constitue un moyen efficace 
pour les micro-organismes de subsister dans un micro-environnement favorable à leur 
croissance. Cette structure particulière leur confère également des propriétés spécifiques de 
résistance entraînant de nombreux problèmes dans différents secteurs d’activité. 
L’éradication des biofilms pose de réels problèmes dans le domaine médical. En effet, si les 
traitements antibiotiques classiques sont efficaces sur les bactéries planctoniques, ils révèlent 
parfois une efficacité quasiment nulle sur les biofilms. Le problème le plus commun est la 
formation de la plaque dentaire à l’origine des caries. Cependant les biofilms sont à l’origine 
Chapitre I : Synthèse bibliographique 
 
 
     13
d’infections plus sérieuses liées à leur formation sur le matériel médical (seringues...), les 
cathéters ou les implants (implants intraoculaires, valves cardiaques, prothèses, …) (Kodjikian 
et al., 2006 ; Silverstein et Donatucci 2003) ainsi que sur les tissus corporels comme les yeux 
ou les poumons (Costerton et al., 1999). Il a ainsi été établi que les biofilms sont impliqués 
dans 65% des infections bactériennes chez l’homme (Chicurel, 2000). Dans ce cadre, le cas le 
plus étudié est sans aucun doute celui de Pseudomonas aeruginosa, responsable d’infections 
pulmonaires chroniques chez les patients atteints de mucoviscidose lorsqu’elle est organisée 
en biofilm (Vilain et al., 2004).  
La présence de biofilms a par ailleurs un impact considérable dans l’industrie agroalimentaire 
(Carpentier et Cerf, 1993 ; Boulange-Petermann, 1996) touchant tous les secteurs : laiteries, 
industries de transformation de la viande, brasseries, sucreries, etc... Tout équipement non 
stérilisé abrite des micro-organismes qui peuvent démarrer un processus de colonisation 
notamment dans des zones peu accessibles au nettoyage et à la désinfection. Un biofilm peut 
se mettre en place en quelques heures, et permettre ainsi aux bactéries qui s'y trouvent de 
devenir résistantes aux agents extérieurs engendrant d’éventuelles contaminations (biofilms 
composés de bactéries pathogènes comme Listeria ou Salmonella). 
L’ensemble des secteurs industriels est également confronté à la biodétérioration des 
matériaux sur lesquels s’installent les biofilms. Ce phénomène touche notamment les métaux 
(on parle alors de corrosion microbienne ou biocorrosion) (Hamilton, 1995 ; Beech, 2003 ; 
Beech et Sunner, 2004), les polymères ou les ciments (Warscheid et Braams, 2000 ; 
Fernandes, 2006). Il entraîne des pertes économiques importantes et des problèmes 
écologiques de par les traitements anti-biofilms appliqués. A titre d’exemple, le coût annuel 
de la biocorrosion est estimé entre 5 et 10% de l'ensemble des dégâts causés par la corrosion 
en général, lequel est évalué dans les pays industrialisés à 3-4% du PIB, soit 27 milliards 
d'Euros, seulement pour la France. La corrosion microbienne se produit couramment dans les 
canalisations d’eau ou de transport de pétrole et de gaz, les circuits de refroidissement, ou 
encore dans le secteur de la construction navale (matériaux marins, coques de bateaux). 
Lorsque le développement de biofilms s’effectue sur de longues périodes, il peut causer un 
encrassement important des surfaces appelé biofouling, notamment dans les réseaux d’eau ou 
sur les coques de bateaux (Demadis et al., 2005 ; Flemming, 2002 ; Railkin, 2004). Ces 
biofilms sont très complexes, composés par plusieurs espèces bactériennes et peuvent servir 
de base à la fixation de macro-organismes tels que des coquillages en milieu marin.  
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 Malgré la liste conséquente des problèmes engendrés par les biofilms, tous les 
biofilms ne sont pas néfastes pour l’homme et ils jouent même un rôle positif dans bien des 
domaines.  
Un des meilleurs exemples pour illustrer les effets bénéfiques des biofilms est leur mise en 
application dans le domaine du traitement des effluents et de l’eau potable (Rittmann, 2007). 
Les micro-organismes jouent un rôle essentiel dans l’épuration des eaux de par leur capacité à 
dégrader les polluants véhiculés par les effluents. Cette activité est principalement mise à 
profit dans les procédés à boues activées dans lesquels les bactéries forment des flocs 
maintenus en suspension dans des bassins d’aération (Guellil et al., 2001 ; Von Sperling, 
2007). Ces flocs présentent des structures et des métabolismes typiques des biofilms ; ils sont 
souvent qualifiés de «biofilms en suspension». Par ailleurs, beaucoup d'installations de 
traitement des eaux incluent une étape de biofiltration dans laquelle les eaux passent à travers 
un matériau de garnissage sur lequel se développe le biofilm afin d’éliminer la pollution 
carbonée et azotée (Wani et al., 1997 ;Cohen, 2001). Par exemple, les filtres à sable 
permettent d’éliminer la pollution organique ou les métaux lourds présents en solution (Diels 
et al., 2003 ; Liu et al., 2003). 
Dans la nature, les biofilms ont des impacts bénéfiques multiples, puisqu’ils sont responsables 
dans le sol du recyclage des nutriments, ils jouent un rôle important dans la production 
d’oxygène, dans la fixation du carbone et de l’azote, mais également dans les processus de 
biominéralisation ou de bioremédiation. Par exemple, l’eau accumulée dans les nappes 
souterraines subit une épuration naturelle par l’action de biofilms lors de son passage dans le 
sous-sol (Banwart, 2007). Parfois, les biofilms peuvent être utilisés de façon ciblée pour leurs 
propriétés de bioremédiation afin d’épurer des sites naturels contaminés, à la suite d’une 
pollution chimique accidentelle par exemple : il est alors possible d’injecter des micro-
organismes adaptés afin d’éliminer les polluants biodégradables (Sims et al. 1992 ; 
Cunningham et al., 2003).  
Les biofilms peuvent également être utilisés comme indicateurs de pollution afin de 
déterminer le degré de pollution des cours d’eau ou le risque représenté par les substances 
toxiques. En effet, les biofilms fluviaux ont la faculté d’accumuler les polluants éventuels sur 
de longues périodes et donnent ainsi une indication sur le degré de pollution chronique de leur 
habitat (Sabater et al., 2007). 
Dans l’industrie, les biofilms sont de plus en plus utilisés par les biotechnologies (Qureshi et 
al., 2005) ; ils interviennent dans de nombreux procédés dans des secteurs tels que l’industrie 
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agro-alimentaire ou l’industrie de raffinage. La production biotechnologique par des cellules 
fixées et organisées en biofilms présente plusieurs avantages, notamment de pouvoir produire 
de grands volumes sur un long terme et d’éviter la perte de temps induite par les redémarrages 
de production. La production de vinaigre sur copeaux de bois est un exemple d’utilisation des 
biofilms dans les industries alimentaires, mais on trouve également la production de divers 
alcools, acides et polysaccharides utilisés en industries agro-alimentaires (Demirci et al., 
1997 ; Urbance et al., 2004 ; Qureshi et al., 2005 ; Bonilla et al., 2005 ; Villena et Gutiérrez-
Correa, 2007). Par ailleurs, dans le secteur de l’extraction, la biolixiviation permet de 
récupérer une partie du minerai résiduel à l’aide des biofilms (Fu et al., 2004 ; Watling, 
2006).  
Depuis quelques années, la découverte de la capacité de certains biofilms, appelés biofilms 
électroactifs, à échanger des électrons de manière directe avec les métaux, ouvre de nouvelles 
perspectives technologiques. En premier lieu, de tels biofilms pourraient permettre de 
développer de nouvelles sources d’énergie peu coûteuses ; ils sont d’ailleurs déjà utilisés en 
laboratoire à cette fin dans les piles à combustible microbiennes (Logan et al., 2006 ; Du et 
al., 2007). De nombreux autres impacts sont également envisageables : dans le domaine de la 
biocorrosion où la compréhension des mécanismes mis en jeu lors du transfert électronique 
entre les bactéries et les métaux pourrait apporter des solutions aux problèmes industriels 
encore non résolus, ou bien dans l’industrie où le suivi par des méthodes électrochimiques du 
développement des biofilms permettrait de contrôler leur croissance sur les surfaces et éviter 
la présence de micro-organismes pathogènes. Les biofilms électroactifs sont donc le sujet 
d’un nouveau domaine de recherches en pleine expansion faisant intervenir différentes 
disciplines dominées par l’électrochimie et la microbiologie.  
 
 
I.2. Origine, nature et mécanismes des biofilms électroactifs 
 
I.2.1. Génération d’électricité par les micro-organismes 
 
 Il est bien connu depuis la moitié du XXème siècle que les micro-organismes sont 
capables de convertir de la matière organique en électricité dans un système appelé pile à 
combustible (PAC) microbienne (Allen et Bennetto, 1993 ; Shukla et al., 2004 ; Bullen et al., 
2005). Une PAC est composée d’un compartiment anodique et d’un compartiment cathodique 
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séparés par une membrane échangeuse d’ions. Dans le compartiment anodique, une culture de 
bactéries oxyde un donneur d’électrons tel que l’acétate ou le glucose. Les électrons issus de 
cette oxydation sont transmis à l’anode par l’intermédiaire d’une ou plusieurs réactions 
d’oxydo-réduction. L’anode est connectée à la cathode via un circuit électrique externe dans 
lequel les électrons circulent. Les électrons arrivant à la cathode et les protons qui diffusent du 
compartiment anodique à travers la membrane permettent d’effectuer une réduction, en 









Figure I.2. Schéma de fonctionnement d’une pile à combustible microbienne. 
 
Il y a quelques années, un nouveau type de PAC microbienne a été découvert par Reimers et 
Tender (Reimers et al, 2001). Cette découverte a révolutionné la recherche portant sur les 
interfaces micro-organismes/matériaux puisqu’il s’est avéré que les bactéries du biofilm 
étaient capables de transférer les électrons directement à l’anode. Nous n’aborderons 
cependant pas ici les mécanismes de transfert électronique, cet aspect étant décrit dans le 
paragraphe I.2.5. de ce chapitre. Par ailleurs, contrairement aux PACs microbiennes 
précédentes qui utilisaient des cultures pures de bactéries et des substrats identifiés, cette 
nouvelle PAC microbienne fournit de l’électricité à partir de sédiments marins, un 
environnement naturel renfermant une flore microbienne indigène et de la matière organique 
naturelle (Tender et al, 2002 ; Ryckelynck et al, 2005, Reimers et al, 2006). Elle est constituée 
d’une anode enfoncée de quelques centimètres dans les sédiments marins connectée via une 
résistance externe à la cathode placée au dessus, dans l’eau de mer. Par ailleurs il a été montré 
que les micro-organismes des sédiments à l’origine de la production d’énergie sont adhérés 
sous forme de biofilm sur la surface de l’anode (Lovley, 2006c) (Figure I.3.). Ce biofilm est 
qualifié d’électroactif car il est capable d’échanger des électrons avec le support conducteur à 
la surface duquel il se développe. Le principe de la PAC microbienne en sédiment est basé sur 
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la conversion de la matière organique des sédiments par des micro-organismes en produits de 
fermentation, le plus connu étant l’acétate. Les micro-organismes adhérés sur l’électrode 
oxydent ces produits de fermentation en CO2 en transférant les électrons à l’électrode (Bond 
et al, 2002). Ces électrons migrent ensuite par le circuit électrique extérieur jusqu’à la cathode 









Figure I.3. Schéma de la pile à combustible microbienne en sédiments marins (d’après 
Lovley, 2006a).  
 
La PAC microbienne en sédiments marins a ouvert la voie à une nouvelle génération de PACs 
microbiennes fonctionnant avec un biofilm électroactif anodique issu de divers 
environnements naturels comme catalyseur de la réaction d’oxydation. Des exemples 
décrivant ces piles sont présentés dans le paragraphe suivant. La majorité des études ont été 
alors focalisées sur les bioanodes car la réaction cathodique est non limitante (Logan et al., 
2006 ; Angenent et al., 2004) mais quelques travaux concernent également les biocathodes où 
les biofilms sont utilisés comme catalyseurs de la réduction cathodique (He et Angenent, 
2006).  
 
I.2.2. Les environnements à l’origine des biofilms électroactifs 
 
 De la même façon que les sédiments marins, tous les environnements naturels ou 
renfermant une flore microbienne complexe peuvent être une source potentielle de micro-
organismes électroactifs. Un dispositif de PAC microbienne a permis de mettre en évidence 
les premiers biofilms électroactifs et par conséquent ce système a été largement utilisé pour 
cribler les environnements propices à leur développement. Cependant une autre méthode 
envisageable, mais évoquée plus rarement, pour le criblage de milieux complexes consiste à 
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utiliser une électrode polarisée à un potentiel fixe comme support du biofilm. A partir de 
l’ensemble des articles disponibles dans la bibliographie, il ressort que la recherche des 
biofilms électroactifs anodiques est réalisée en PAC alors que celle des biofilms électroactifs 




I.2.2.1. Etude d’environnements complexes par le biais des piles à combustibles (PACs) 
microbiennes 
 
 Dans cette partie, une synthèse des différents paramètres décrivant les PACs 
microbiennes (source de micro-organismes, substrat, matériau d’anode, densités de courant et 
puissances débitées) est effectuée. L’ensemble des paramètres évoqué est reporté dans les 
tableaux I.1 à I.3 (p 21 à 23). Les valeurs indiquées pour les densités de courant et les 
puissances générées sont les valeurs maximales obtenues associées à chaque condition. 
 
 Initialement, les travaux concernant les PACs microbiennes avaient pour objectif la 
production d’énergie. Les études menées visaient à générer une puissance maximale en 
utilisant différents environnements complexes comme source potentielle de micro-organismes 
électroactifs. Aujourd’hui certains travaux prennent une orientation nouvelle et cherchent à 
coupler la production d’électricité avec le traitement d’effluents. Les milieux utilisés diffèrent 
alors selon l’application envisagée. Cependant il est à noter que les études effectuées sur les 
PACs microbiennes portent uniquement sur le développement de biofilms anaérobies 
anodiques. 
 
La production d’électricité par les PACs microbiennes permettrait de développer une source 
d’énergie alternative et d’alimenter des appareils électriques situés dans des zones isolées 
comme l’océan (Reimers et al, 2001 ; DeLong et Chandler, 2002). C’est pourquoi les 
premières PACs microbiennes ont été implantées sur site en environnement naturel ou 
développées en laboratoire dans des sédiments de mer et de rivière (Tableau I.1., Lovley, 
2006a,b). L’avantage de la PAC en sédiment est qu’elle fonctionne dans un environnement 
naturel dans lequel le combustible (le carbone organique contenu dans les sédiments) et 
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l’oxydant (l’oxygène dissous dans l’eau de mer ou de rivière) sont deux ressources 
naturellement disponibles.  
 
Depuis ces dernières années, les PACs microbiennes ont une nouvelle application en matière 
d’énergies renouvelables en couplant la production d’énergie au traitement d’effluents dont la 
matière organique, évaluée en terme de Demande Chimique en Oxygène (DCO), est oxydée 
par les micro-organismes et convertie en électricité (Logan, 2005 ; Pham et al., 2006). Ainsi, 
en reliant la consommation du substrat à la production de courant, certaines PACs 
microbiennes sont également utilisées comme capteur à Demande Biologique en Oxygène 
(DBO) (Kim et al., 2003 ; Chang et al., 2004 ; Chang et al., 2005). Ce couplage production 
d’énergie/traitement d’effluents s’inscrit dans une dynamique économique actuelle qui vise à 
réduire la dépendance de nos sociétés vis-à-vis des énergies fossiles et à diminuer les taux de 
pollutions. Ce procédé apparaît très attractif puisqu’il permet de produire de l’énergie à partir 
de déchets. Comme les procédés de méthanisation, il devrait également générer moins de 
boues, dont la destruction est très onéreuse, qu’un procédé classique à boues activées. En 
effet, la majeure partie de l’énergie disponible à partir de l’oxydation des composés 
organiques est convertie en électricité, l’énergie restante étant utilisée pour la croissance 
microbienne. 
Les compartiments anodiques des PACs microbiennes permettant une telle valorisation des 
déchets sont ensemencés par des effluents, des boues activées, des boues anaérobies ou des 
cultures microbiennes enrichies à partir des boues anaérobies (Tableaux I.2. et I.3.). Les 
effluents domestiques (Logan, 2005) et les boues (Angenent et al., 2004 ; Rabaey et 
Verstraete, 2005) constituent les inoculums les plus utilisés. Les boues proviennent de 
stations d’épuration (Lee et al., 2003 ; Oh et al., 2004 ; Jang et al., 2004 ; Chang et al., 
2004 ; Kim et al., 2005a ; Oh et Logan, 2006) ou d’usines de traitements d’effluents 
industriels : effluents de papeterie (Rozendal et al., 2006a), de brasserie (He et al., 2005 ; 
Jong et al., 2006), effluents issus de la transformation de la pomme de terre (Rabaey et al., 
2003 ; Rabaey et al., 2004) et de l’amidon (Kim et al., 2003, 2004 ; Gil et al., 2003 ; Pham et 
al., 2004, 2005). Actuellement l’origine des populations microbiennes tend à se diversifier 
avec l’utilisation des micro-organismes déjà présents dans les effluents agricoles (Min et al., 
2005b) et agroalimentaires (Oh et Logan, 2005 ; Heilmann et Logan, 2006) pour ensemencer 
les PACs microbiennes. 
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La figure I.4. montre la répartition des différents environnements étudiés dans la littérature. 
Elle illustre la prédominance des boues et des effluents comme source de micro-organismes 














Figure I.4. Environnements utilisés comme source de micro-organismes électroactifs pour 
ensemencer le compartiment anodique des PAC microbiennes. Entre parenthèses est indiqué le 
nombre de publications mentionnant la source de micro-organimes citée. Cette étude est basée sur un total de 57 
publications. 
 
Les performances d’une PAC microbienne reposent donc sur le choix de l’environnement 
adapté pour générer le biofilm, mais également sur la nature du substrat oxydé par les micro-
organismes électroactifs. Excepté pour celles implantées sur site où le substrat est 
naturellement disponible, les PACs microbiennes sont alimentées par des substrats très divers 
car en théorie n’importe quelle matière organique biodégradable peut être utilisée (colonne 
"substrat" des tableaux I.1. à I.3.). Ces substrats peuvent être des composés simples 
communément utilisés pour la croissance des micro-organismes tels que le glucose, l’acétate 
ou le saccharose mais également l’éthanol ou le butyrate. Cependant, le plus souvent les 
substrats sont des composés complexes adaptés à la flore microbienne présente dans 
l’environnement étudié. Par exemple, lorsque la PAC microbienne est ensemencée avec des 
micro-organismes provenant de sédiments de rivière, le substrat utilisé est de l’eau de rivière. 
De la même manière, les effluents d’usines de traitement d’amidon sont dégradés par des  
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boues activées préalablement acclimatées à ces effluents. Dans un souci croissant de 
dépollution, les substrats complexes sont de plus en plus utilisés afin d’évaluer la capacité des 
différentes populations microbiennes à dégrader ces composés. On trouve des effluents 
artificiels à base de glutamate, des effluents hospitaliers, des substrats contenant des 
composés difficilement dégradables comme les acides aminés (cystéine) et les protéines. 
L’avantage des effluents tels que les effluents domestiques, industriels et agricoles réside dans 
le fait qu’ils peuvent être à la fois substrat et inoculum. 
 
Un autre élément important à considérer pour les performances des PACs microbiennes est le 
matériau de l’anode. La plupart des anodes employées sont à base de graphite ou de carbone 
(colonne "matériau d’anode" des tableaux I.1. à I.3.). Souvent ces matériaux sont modifiés 
afin d’augmenter la surface active de l’électrode. Ainsi, on trouve du graphite simple, du 
feutre de graphite, des billes de graphite, du papier de carbone et du carbone tissé. Très 
ponctuellement d’autres matériaux sont utilisés comme le platine (Reimers et al, 2001) ou le 
carbone vitreux réticulé (He et al., 2005).  
 
La combinaison des trois paramètres, source de micro-organismes, substrat et matériau 
conduit à une grande diversité dans les conditions opératoires des PACs microbiennes. A cela 
s’ajoutent divers éléments tels que la température, le pH, la force ionique (Liu et al., 2005c) et 
surtout la configuration de la PAC où interviennent le rôle de la membrane échangeuse de 
protons, le matériau de la cathode, la réaction cathodique ou la distance entre les électrodes 
(Du et al., 2007 ; Logan et al., 2006). Ceci se traduit par une gamme étendue de puissances 
recueillies (colonnes "densité de courant" et "puissance" des tableaux I.1. à I.3.) dont la 
comparaison ne permet pas d’établir quelle configuration donne la meilleure performance. 
Cependant il est important de noter que les performances des PACs microbiennes en milieux 
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Figure I.5. Evolution des puissances générées dans les PACs microbiennes en milieux 
complexes basée sur des travaux publiés entre 1999 et 2006. Losanges : sédiments comme source de 
micro-organismes électroactifs ; Triangles : PACs microbiennes avec cathode aqueuse, Carrés : PACs 
microbiennes avec cathode à air ; Ronds : composé pur (acétate, glucose et cystéine) comme substrat. (d’après 
la revue de Logan et Regan, 2006) 
 
En effet, Reimers et coll. (2001) obtenaient une dizaine de mW/m2 dans des sédiments marins 
alors que des puissances de plusieurs W/m2 sont atteintes avec des effluents domestiques (Liu 
et al. 2005b,c ; Cheng et al., 2006c) et des boues activées (Rabaey et al., 2003 ; Rabaey et al., 
2004). 
 
Les PACs microbiennes inoculées avec des effluents et des boues génèrent des puissances de 
l’ordre de plusieurs centaines à plusieurs milliers de mW/m2 supérieures aux valeurs obtenues 
avec les sédiments (quelques dizaines de mW/m2) (Tableaux I.1. à I.3.). De plus, 
généralement, les PACs microbiennes alimentées par des substrats simples comme le glucose 
ou l’acétate ont de meilleures performances que celles alimentées par des substrats complexes 
(Logan et Regan, 2006). Les performances des PACs microbiennes varient également avec 
leur technologie. Les évolutions les plus significatives visent à réduire la résistance interne du 
système en enlevant la membrane échangeuse de protons. Une PAC microbienne inoculée 
avec des effluents domestiques et alimentée par du glucose fournit 262 mW/m2, sans la 
membrane échangeuse de protons cette puissance augmente jusqu’à 494 mW/m2 (Liu et 
Logan, 2004). Une grande partie des travaux concerne l’optimisation de la réaction 
cathodique : généralement la réduction de l’oxygène effectuée en solution aqueuse avec des 
électrodes contenant du platine comme catalyseur. L’amélioration principale apportée à cette 
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réaction est l’augmentation de la concentration en oxygène dans le compartiment cathodique 
(Gil et al., 2003, He et al., 2007), notamment par l’utilisation d’une cathode à air, la réduction 
se faisant alors en phase gazeuse (Liu et al., 2004 ; Liu et Logan, 2004, Min et al., 2005b ; 
Cheng et al., 2006a). De meilleures performances sont observées pour les PACs microbiennes 
où la réduction de l’oxygène est remplacée par la réduction du ferricyanure en ferrocyanure 
(Oh et al., 2004 ; Rabaey et al., 2003 ; Rabaey et al., 2004 ; Pham et al., 2004 ; ter Heijne et 
al., 2006). C’est ainsi que des puissances de 860 mW/m2 (4500 mA/m2) (ter Heijne et al., 
2006), 3600 mW/m2 (2883 mA/m2) (Rabaey et al., 2003) et 4310 mW/m2 (6491 mA/m2) 
(Rabaey et al., 2004) ont été obtenues. Cependant les PACs microbiennes utilisant le couple 
ferricyanure/ferrocyanure à la cathode sont limitées aux travaux de laboratoire car le procédé 
n’est pas durable dans le temps et ces produits sont toxiques pour l’environnement.  
Certains chercheurs utilisent des moyens extérieurs à la PAC microbienne pour augmenter les 
puissances débitées. Par exemple, en appliquant une tension supplémentaire à la cathode, il 
est possible d’effectuer la réduction du proton en hydrogène dans des conditions anaérobies ce 
qui conduit à des puissances importantes telles que 825 mW/m2 (1100 mA/m2) (Rozendal et 
al., 2006b) et 6035 mW/m2 (7100 mA/m2) (Liu et al., 2005b). En jouant sur les cinétiques 
biologiques, en augmentant par exemple la température, il est également possible d’améliorer 
les performances des PACs microbiennes (Liu et al., 2005c). Une puissance de 1030 mW/m2 
(9030 mA/m2) a été observée avec une PAC microbienne plongée dans un bain-marie à 55°C 
(Jong et al., 2006) alors que ces systèmes fonctionnent classiquement à température ambiante. 
Augmenter les transferts de masse par agitation du milieu et/ou par bullage d’un gaz permet 
aussi d’augmenter les puissances fournies par les piles (Du et al., 2007). Il faut  cependant 
être prudent face à ces résultats puisque l’utilisation de tels systèmes (pompes, potentiostats, 
compresseurs, résistances chauffantes...) consomment souvent plus d’énergie que la PAC 
microbienne n’en produit (Du et al., 2007).  
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Tableau I.1. Substrats, matériaux et performances des PACs microbiennes fonctionnant avec 
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Tableau I.2. Substrats, matériaux et performances des PACs microbiennes fonctionnant avec 
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Tableau I.3. Substrats, matériaux et performances des PACs microbiennes fonctionnant avec 
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I.2.2.2. Etude des environnements complexes par le biais d’une électrode à potentiel 
imposé (chronoampérométrie) 
 
 Une méthode alternative à la PAC microbienne pour la recherche et le développement 
de biofilms électroactifs consiste en l’utilisation d’une électrode polarisée comme support du 
biofilm. Cependant cette technique est très rarement employée et la littérature, très abondante 
en ce qui concerne les bioanodes en PAC microbienne, ne fait état d’aucune étude de biofilm 
électroactif développé sur une électrode polarisée à un potentiel anodique à partir 
d’environnements complexes. En effet les seuls travaux menés avec cette approche 
concernent l’étude de biofilms électroactifs catalysant des réactions de réduction. La 
technique, appelée chronoampérométrie, consiste à appliquer un potentiel à une électrode et à 
enregistrer le courant correspondant à l’échange d’électrons entre l’électrode et le biofilm au 
cours du temps. Deux environnements se sont avérés être des sources de biofilms électroactifs 
cathodiques : les sédiments (réduction anaérobie) et l’eau de mer (réduction aérobie). 
Des sédiments ont été utilisés pour inoculer une cellule contenant une électrode de graphite 
polarisée à -0.50 V vs Ag/AgCl (Gregory et al., 2004). Cette électrode était le seul donneur 
d’électrons du système permettant d’effectuer la réduction anaérobie du nitrate en nitrite par 
des micro-organismes adhérés à sa surface. Une densité de courant maximale de 456 mA/m2 a 
alors été observée.  
Par ailleurs la catalyse de la réduction de l’oxygène a été observée avec des électrodes d’acier 
inoxydable polarisées à des potentiels compris entre -0.10 et -0.40 V/ECS et plongées dans 
l’eau de mer (Bergel et al., 2005). Les densités de courant obtenues varient entre 250 et 460 
mA/m2 selon la polarisation et la température de l’eau.  
 
I.2.3. Les micro-organismes électroactifs issus des études en environnements naturels 
 
 Afin d’approfondir l’étude des PACs microbiennes développées à partir 
d’environnement complexes, les chercheurs se sont attachés à la caractérisation des 
populations bactériennes constituant les biofilms électroactifs. Des analyses microbiologiques 
d’identification ont été effectuées pour des biofilms de PACs microbiennes en sédiments 
(Phung et al., 2004 ; Logan et al., 2005 ; Holmes et al., 2004a ; Ryckelynck et al., 2005 ; 
Reimers et al., 2006) et inoculées par des boues activées (Rabaey et al., 2004 ; Lee et al., 
2003 ; Kim et al., 2004 ; Choo et al., 2006) ou des boues anaérobies (Aelterman et al., 2006 ; 
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Jong et al., 2006). Etant donné que la majorité des études porte sur les bioanodes, la 
caractérisation des communautés microbiennes concerne majoritairement les biofilms 
développés sur les anodes. Seules deux publications rapportent des analyses effectuées sur les 
biofilms développés sur la cathode de PACs microbiennes en sédiments (Holmes et al., 
2004a ; Reimers et al., 2006). Une fois les bactéries isolées et identifiées, certaines d’entre 
elles sont utilisées en culture pure pour étudier leur électroactivité. 
 
I.2.3.1. Résultats de la caractérisation des populations bactériennes adhérées sur les 
électrodes des PACs microbiennes  
 
 L’analyse des communautés bactériennes des biofilms électroactifs montre qu’il n’y a 
pas un micro-organisme commun à tous les biofilms qui pourrait expliquer les phénomènes 
observés. Les biofilms électroactifs renferment au contraire une grande diversité allant des δ-
Proteobacteria qui prédominent généralement dans les PACs microbiennes en sédiments à 
des communautés composées de α-, β-, γ- ou δ-Proteobacteria, Firmicutes et même des 
clones non identifiés dans les autre types de PACs microbiennes (Logan et Regan, 2006). Ces 
analyses permettent de classer les bactéries identifiées en quatre groupes : 
- les bactéries représentatives des familles des anodes des PACs microbiennes en 
sédiments, 
- les bactéries des biofilms électroactifs anodiques, 
- les bactéries ferriréductrices, 
- les bactéries des biofilms électroactifs cathodiques. 
 
I.2.3.1.1. Bactéries représentatives des familles identifiées sur les anodes des PACs 
microbiennes en sédiments 
 
 Un premier groupe de bactéries est issu des identifications effectuées à partir des 
PACs microbiennes dans les sédiments. Des analyses moléculaires des communautés 
bactériennes adhérées sur l’anode d’une PAC microbienne plongée dans les sédiments montre 
dans un cas que 71% des micro-organismes sont des δ-Proteobacteria et que 70% d’entre 
elles appartiennent à la famille Geobacteraceae et dans un autre cas 76% sont des δ-
Proteobacteria dont 59% de Geobacteraceae. Parmi les membres des Geobacteraceae, les 
espèces les plus proches des bactéries trouvées sur les électrodes appartiennent aux genres 
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Desulfuromonas et Geobacter. Les bactéries du genre Desulfuromonas qui préfèrent les 
milieux salins prédominent sur les anodes issues des sédiments marins alors que Geobacter 
spp. qui préfèrent les eaux douces sont plus abondantes sur les électrodes plongées dans les 
sédiments de rivière (Lovley, 2006c). Dans les sédiments riches en sulfures (S2-), les micro-
organismes de la famille Desulfobulbaceae sont prédominants sur les anodes (Holmes et al, 
2004a). L’hypothèse la plus probable est que les sulfures réagissent avec l’électrode pour 
former du soufre élémentaire S0 et les micro-organismes oxydent le S0 en sulfate en utilisant 
l’électrode comme accepteur d’électrons (Holmes et al, 2004b). Les représentants des deux 
familles rencontrés dans la littérature pour étudier le transfert d’électrons à une anode sont 
Geobacter metallireducens, Geobacter sulfurreducens et Desulfuromonas acetoxidans pour la 
famille Geobacteraceae et Desulfobulbus propionicus pour la famille Desulfobulbaceae. 
Plusieurs études se sont concentrées sur Geobacter sulfurreducens parce que la séquence de 
son génome est connue (Methé et al., 2003) et que des outils génétiques permettant de repérer 
cette bactérie ont été développés (Coppi et al., 2001).  
Concernant les biofilms développés sur les anodes plongées dans les sédiments de rivière, 
25% des micro-organismes identifiés sont apparentés à Geothrix fermentans (Holmes et al., 
2004a).  
 
I.2.3.1.2. Bactéries identifiées à partir des biofilms électroactifs anodiques 
 
 Dans une PAC microbienne inoculée avec des sédiments de rivière, l’analyse du 
biofilm anodique montre une différence dans les populations bactériennes selon le substrat 
alimentant la pile (Phung et al., 2004). La communauté bactérienne est dominée par des β-
Proteobacteria (apparentées à Leptothrix spp.) avec de l’eau de rivière, par des α-
Proteobacteria avec un milieu contenant du glucose et du glutamate et par des δ-
Proteobacteria avec de l’acétate. Avec une PAC inoculée avec des sédiments marins et 
alimentée par une solution à base de cystéine, 97% des bactéries appartiennent aux γ-
Proteobacteria avec par ordre décroissant de prédominance, Shewanella affinis, Vibrio spp. et 
Pseudoalteromonas spp. (Logan et al., 2005). Deux nouvelles bactéries ont été isolées d’un 
biofilm d’une PAC microbienne en sédiments marins alimentée par de l’acétate. Il s’agit 
d’une nouvelle espèce de la famille Geobacteraceae appelée Geopsychrobacter 
electrodiphilus dont deux souches ont été isolées Geopsychrobacter electrodiphilus A1T et 
Geopsychrobacter electrodiphilus A2 (Holmes et al, 2004c).  
Chapitre I : Synthèse bibliographique 
 
 
     30
Si les analyses des communautés bactériennes des PACs en sédiments donnent des résultats 
plutôt homogènes avec une majorité de δ-Proteobacteria (Logan et Regan, 2006), il n’en est 
pas de même avec les PACs microbiennes inoculées avec des boues.  
Dans ce cas, une grande partie des bactéries demeure non identifiée (Kim et al., 2004), les 
autres montrant une grande diversité dont l’ordre de prédominance des familles n’est pas 
reproductible. Avec une PAC microbienne alimentée par du glucose, l’identification des 
bactéries du biofilm anodique montre une grande diversité avec des bactéries appartenant aux 
Firmicutes, γ -, β-, et α-Proteobacteria avec notamment Pseudomonas spp. et des bactéries 
anaérobies facultatives telles que Alcaligenes faecalis et Enterococcus gallinarum qui sont 
prédominantes (Rabaey et al., 2004). Pour un autre système, des membres de la famille 
Enterobacteriaceae ont été observés en majorité avec présence de Klebsiella spp. et 
Enterobacter spp. (Kim et al., 2006). Parmi les Enterobacteriaceae, une souche notée GEB-1 
a été isolée du consortium bactérien. De même la souche Aeromonas hydrophila PA3 a été 
isolée d’une PAC microbienne inoculée avec des boues activées (Lee et al., 2003). 
 
I.2.3.1.3. Bactéries ferriréductrices 
 
 L’électroactivité des bactéries mettant en jeu leur capacité à échanger des électrons 
avec une électrode, la première bactérie étudiée en culture pure, Shewanella putrefaciens, 
bactérie isolée de sol de rizière, a été choisie d’après sa faculté à réduire les oxydes de fer 
solides (Kim et al., 1999c). Par la suite, les études ont montré que de nombreuses bactéries 
isolées ou appartenant aux genres composant les biofilms électroactifs sont également 
capables de coupler l’oxydation de divers substrats avec la réduction d’oxydes métalliques, en 
particulier les oxydes de fer (Lovley, 2006c). C’est le cas notamment des membres de la 
famille Geobacteraceae (Lonergan et al., 1996). Ainsi, la bactérie ferriréductrice, Rhodoferax 
ferrireducens, isolée des sédiments marins, a elle aussi été étudiée en culture pure (Finneran 
et al., 2003). 
 
I.2.3.1.4. Bactéries identifiées dans les biofilms électroactifs cathodiques 
 
 Les travaux réalisés sur les biofilms électroactifs cathodiques développés sur une 
électrode à potentiel imposé (Gregory et al., 2004 ; Bergel et al., 2005) n’ont fait l’objet 
d’aucune analyse microbiologique. Deux publications rapportent néanmoins l’analyse des  
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communautés bactériennes attachées sur la cathode de PACs microbiennes en sédiments. Les 
biofilms correspondants contiennent notamment des bactéries de la famille Rhodobacter, 
principalement Paracoccus spp. et Roseobacter spp. (Holmes et al., 2004a) ainsi que des 
bactéries proches de Pseudomonas fluorescens, Janthinobacterium lividum et Aeromonas 
encheleia (Reimers et al., 2006).  
 
I.2.3.2. Etude en culture pure des micro-organismes issus des travaux d’identification 
des biofilms des PACs  
 
 Les recherches menées actuellement sur les PACs microbiennes sont orientées d’une 
part sur l’amélioration de la technologie de ces systèmes et le développement de nouveaux 
procédés (Logan et al., 2006) et d’autre part sur la microbiologie des biofilms électroactifs 
(Logan et Regan, 2006). Les études microbiologiques sont réalisées avec des cultures pures de 
micro-organismes et visent à évaluer l’efficacité des bactéries impliquées dans la production 
d’électricité pour, à terme, améliorer les puissances générées.  
 Dans un premier temps, l’étude de l’écologie microbienne constituant les biofilms 
électroactifs formés à partir des environnements complexes a permis de mettre en évidence 
qu’une sélection s’opérait sur l’anode au cours du temps, faisant diminuer la diversité des 
micro-organismes adhérés (Figure I.6.). Cette sélection naturelle dépend du substrat et des 
conditions environnementales (Jong et al., 2006 ; Kim et al., 2004).  
 
Sur les anodes des PACs microbiennes en sédiments, les membres de la famille 
Geobacteraceae comptent pour la moitié des micro-organismes environ. En revanche ils 
constituent moins de 5% de la communauté microbienne attachée sur une électrode elle aussi 
enfouie dans les sédiments mais non connecté à la cathode (Tender et al, 2002 ; Bond et al, 
2002 ; Holmes et al, 2004a). Ceci souligne l’importance de la polarisation de l’électrode pour 
la sélection des souches bactériennes électroactives. Il a été montré qu’après avoir gratté 
l’anode d’une PAC microbienne puis réensemencé une nouvelle PAC avec le biofilm en 
répétant cette opération plusieurs fois, il résultait non seulement une augmentation de 
puissance mais aussi un changement dans la population microbienne (Rabaey et al., 2004 ; 
Kim et al., 2005a). Même si une comparaison des différentes procédures d’ensemencement 
des PACs n’a pas été faite, les étapes permettant l’augmentation de la population active 
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paraissent être un élément essentiel pour améliorer les performances des PACs microbiennes 















Figure I.6. Schéma du processus d’enrichissement d’une population microbienne sur une 
électrode d’une PAC microbienne (Schéma A) et électrode après sélection de la population 
(Schéma B) (Chang et al., 2006). 
  
 Dans un deuxième temps, la caractérisation des communautés bactériennes 
prédominantes dans les biofilms électroactifs a été à l’origine de plusieurs études des 
populations en culture pure. Rappelons ici que rares sont les bactéries étudiées directement 
isolées des biofilms électroactifs, leur équivalent commercial ayant été le plus souvent utilisé. 
Les travaux menés avec les cultures pures microbiennes reposent sur une démarche identique 
à celle précédemment décrite pour l’étude des environnements complexes : les micro-
organismes sont inoculés soit dans le compartiment anodique d’une PAC soit dans un réacteur 
contenant une électrode à potentiel imposé. Travailler en chronoampérométrie permet 
d’évaluer la capacité des bactéries à transférer des électrons à l’anode dans des conditions 
contrôlées alors qu’inoculer les micro-organismes dans une PAC permet de comparer les 
performances en terme de puissance obtenue (Bond et Lovley, 2003). Les tableaux I.4. et I.5. 
présentent l’ensemble des études réalisées avec des cultures de bactéries issues des études en 
environnements complexes en rassemblant les conditions opératoires autour des trois 
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éléments bactérie, substrat et matériau d’électrode. Les micro-organismes concernés sont 
issus des études sur les biofilms adhérés sur les anodes des PACs microbiennes ensemencées 
par les boues anaérobies et par des sédiments uniquement. Aucune étude en culture pure n’a 
été réalisée avec les bactéries identifiées sur les cathodes. Le milieu dans lequel sont inoculées 
les bactéries ne contient pas d’accepteur naturel d’électrons afin de vérifier si elles sont 
capables d’utiliser l’électrode comme telle. 
 
I.2.3.2.1. Bactéries issues des biofilms anodiques en sédiments 
 
 L’acétate est le principal intermédiaire organique de la dégradation de la matière 
organique des sédiments aquatiques (Lovley, 2006c), il constitue par conséquent le substrat le 
plus fréquemment utilisé pour évaluer la capacité des micro-organismes issus des sédiments à 
transférer des électrons à une électrode. Ainsi Desulfuromonas acetoxidans, Geobacter 
metallireducens, Geobacter sulfurreducens, Geopsychrobacter electrodiphilus et Geothrix 
fermentans oxydent l’acétate en utilisant l’anode d’une PAC microbienne ou une électrode 
polarisée à un potentiel imposé comme accepteur d’électrons (Tableaux I.4. et I.5.) (Bond et 
al., 2002 ; Min et al., 2005a ; Bond et Lovley, 2003 ; Holmes et al., 2004c ; Bond et Lovley, 
2005). De plus, il a été montré que ces micro-organismes, ainsi que Desulfobulbus 
propionicus et Geothrix fermentans pouvaient oxyder d’autres substrats comme le lactate, le 
propionate ou le pyruvate qui constituent d’autres intermédiaires du métabolisme anaérobie 
(Holmes et al., 2004b ; Bond et Lovley, 2005), ou dans un cas plus particulier, le benzoate 
pour Geobacter metallireducens (Bond et al., 2002),  
De manière générale, il faut retenir que pour ces bactéries issues des biofilms anodiques en 
sédiments, les densités de courants obtenues varient de quelques dizaines à quelques centaines 
de mA/m2 (Tableaux I.4. et I.5.). Desulfobulbus propionicus est capable d’utiliser une 
électrode de graphite polarisée à 0.52 V/ESH comme accepteur d’électrons à partir de 
donneurs d’électrons tels que le lactate, le propionate ou  le pyruvate. Les densités de courant 
recueillies sont alors comprises entre 5 et 30 mA/m2. Geothrix fermentans inoculée dans une 
PAC fournit de 5 à 50 mA/m2 en oxydant des substrats aussi variés que de l’extrait de levure, 
du propionate, du malate ou du lactate. Desulfuromonas acetoxidans et Geobacter 
metallireducens fournissent 165 et 268 mA/m2 respectivement avec une électrode en graphite 
polarisée à 0.2 V/AgAgCl. Et selon la concentration en acétate (de 5 à 10 mM), la densité de 
courant varie de 163 à 1143 mA/m2 avec Geobacter sulfurreducens dans les mêmes 
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conditions. Les résultats obtenus avec les deux nouvelles espèces de Geobacteraceae, 
Geopsychrobacter electrodiphilus A1T et  Geopsychrobacter electrodiphilus A2 sont très 
supérieurs à ceux obtenus avec les autres représentants de Geobacteraceae. Ces deux 
bactéries sont capables d’oxyder l’acétate, le malate, le fumarate et le citrate en transférant les 
électrons à une électrode de graphite polarisée à 0.52 V/ESH. Les densités de courant 
enregistrées sont de 37.3 A/m2 et 88.9 A/m2 pour Geopsychrobacter electrodiphilus A1T avec 
l’acétate et le fumarate comme donneurs d’électrons respectifs. De même Geopsychrobacter 
electrodiphilus A2 donne 66.0 A/m2 et 1214.3 A/m2 en oxydant respectivement le malate et le 
fumarate. Ces dernières valeurs sont très élevées mais elles sont peut être à prendre avec 
réserve car aucun article relatif à ces souches n’est paru depuis leur publication en 2004 
malgré les courants importants que représentent ces résultats. 
 
 Les expériences réalisées en culture pure montrent que le transfert d’électrons est dû 
aux bactéries adhérées sur la surface de l’électrode. D’une part les observations effectuées au 
microscope électronique à balayage montrent une couche de quelques cellules d’épaisseur 
recouvrant presque entièrement l’électrode de travail (Bond et Lovley, 2003 ; Bond et Lovley, 
2005). D’autre part lorsque le milieu où plonge l’anode est remplacé par du milieu frais, cela 
n’a soit aucune influence sur le courant (Bond et al., 2002 ; Bond et Lovley, 2003) soit cela 
provoque une diminution temporaire de la production de courant (Bond et Lovley, 2005). Le 
fait que les bactéries attachées sur l’électrode soient responsables du transfert d’électrons 
concorde avec la faible concentration de bactéries planctoniques observée dans le milieu de 
travail (Bond et Lovley, 2003).  
 
 Il est important de souligner que toutes ces bactéries trouvent dans le mécanisme 
d’oxydation d’un substrat et de transfert des électrons produits à une électrode, une nouvelle 
forme de respiration fournissant l’énergie nécessaire à leur croissance. Ceci est un élément 
essentiel pour le fonctionnement d’une PAC microbienne car, lorsque le substrat est apporté 
en quantité suffisante, le courant reste stable pendant des semaines (Bond et Lovley, 2003).  
 
I.2.3.2.2. Bactéries issues des biofilms anodiques des PACs inoculées par des boues 
 
Aeromonas hydrophila PA3 et GEB-1 (famille Enterobacteriaceae) isolat précédemment cité, 
sont deux souches isolées directement d’une anode d’une PAC microbienne ensemencée par 
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des boues anaérobies. Les densités de courant obtenues avec ces deux bactéries 
ferriréductrices ne sont pas disponibles car les surfaces d’anodes ne sont pas indiquées. 
Toutefois les auteurs rapportent un « faible courant observé avec la souche GEB-1 en culture 
pure » (Kim et al., 2006). Par ailleurs, le développement de Aeromonas hydrophila PA3 
semble plutôt lié à un métabolisme fermentaire classique qu’à l’oxydation d’un donneur 
d’électron et du transfert des électrons à une électrode (Pham et al., 2003). Les analyses 
moléculaires et les études en culture ont montré qu’il n’y a pas d’augmentation de la 
population de micro-organismes fermentaires sur les surfaces des anodes de PACs 
microbienne produisant de l’énergie (Bond et al., 2002 ; Holmes et al., 2004a). En fait on 
retrouve autant de micro-organismes fermentaires sur les anodes connectées que sur les 
anodes non connectées. Cette observation suggère donc que les micro-organismes 
fermentaires ne jouent pas un rôle significatif dans la production de puissance dans les PACs 
microbiennes. Ainsi, même si Aeromonas hydrophila PA3 et la souche GEB-1 sont 
directement issues d’un biofilm électroactif, elles ne semblent pas expliquer l’origine du 
courant produit dans les PACs microbiennes respectives. 
Du fait de la grande diversité microbienne rencontrée et du nombre important des bactéries 
non identifiées sur les anodes des PACs microbiennes inoculées par des boues, il existe peu 
d’études en culture pure réalisées avec des bactéries issues des ces systèmes. La faible 
proportion de travaux menés dans cette direction peut également s’expliquer par le fait que 
l’objectif principal des PACs fonctionnant avec des boues est le traitement d’effluents. Les 
études sont alors plutôt axées sur la technologie que sur la microbiologie.  
 
I.2.3.2.3. Bactéries ferriréductrices 
 
 La capacité de Rhodoferax ferrireducens à transmettre des électrons à une anode a été 
évaluée en utilisant des sucres comme substrats. Cette bactérie transfère des électrons issus de 
l’oxydation du fructose, du saccharose, du lactose et du xylose à l’anode d’une PAC 
microbienne. La densité de courant obtenue avec du glucose et une électrode en graphite est 
de 31 mA/m2 mais cette valeur peut être améliorée avec des anodes en mousse de graphite 
dont la surface active est supérieure. Cela donne des densités de courant entre 70 et 85 mA/m2 
selon le sucre utilisé (Tableau I.4.) (Chaudhuri et Lovley, 2003). Ces densités de courant 
peuvent atteindre 150 mA/m2 en remplaçant la réduction de l’oxygène à la cathode par celle 
du ferricyanure (Liu et al., 2007). La production de courant d’une PAC inoculée par 
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Rhodoferax ferrireducens peut être maintenue à cette valeur en apportant du glucose lorsque 
le courant diminue. 
 
 L’électroactivité de Shewanella putrefaciens avec le lactate comme donneur 
d’électrons a été étudiée en PAC microbienne et en chronoampérométrie (à 1.0 V/AgAgCl) 
avec des électrodes à base de graphite. Les densités de courant recueillies s’échelonnent de 
moins de 1 mA/m2 à 20 mA/m2 environ (Kim et al., 1999a, b ; Kim et al., 2002 ; Park et 
Zeikus, 2002). De plus, Shewanella putrefaciens n’oxyde pas de manière significative 
l’acétate et le glucose (Kim et al., 1999b ; Park et Zeikus, 2002). Globalement, on peut retenir 
que, quelque soit le donneur d’électron et le système utilisé, cette bactérie donne des densités 
de courant bien inférieures à celles obtenues avec les autres bactéries.  
 
I.2.3.2.4. Efficacité du transfert d’électrons 
 
 Une dizaine de bactéries issues de la caractérisation des biofilms électroactifs formés à 
partir d’environnements naturels s’avèrent être capables d’utiliser une électrode comme 
accepteur d’électrons. Cependant, pour déterminer quel est le meilleur micro-organisme à 
utiliser dans une PAC microbienne, il est important de connaître l’efficacité du transfert 
d’électrons entre la bactérie et l’électrode. Cette efficacité est évaluée en faisant le rapport du 
nombre d’électrons effectivement transmis à l’anode, calculé à partir du courant qui passe 
dans l’anode avec le nombre d’électrons théoriquement disponibles, calculé d’après la 
réaction d’oxydation.  
Bond et Lovley ont montré que 95% des électrons disponibles de l’oxydation de l’acétate 
(équation (1)) par Geobacter sulfurreducens sont convertis en électricité, ce qui signifie que 
l’acétate est complètement oxydé en CO2 (Bond et Lovley, 2003). 
                                            −+−− ++→+ eHHCOOHCOOCH 8924 323                                 (1) 
 
De même, Chaudhuri et Lovley ont montré que Rhodoferax ferrireducens était capable 
d’oxyder le glucose (équation (2)) et de transférer les électrons à une électrode de graphite 
avec une efficacité de 80% (Chaudhuri et Lovley, 2003).  
                                            −+− ++→+ eHHCOOHOHC 2430612 326126                               (2) 
De manière logique, cette bactérie oxyde les autres sucres (fructose, saccharose, xylose) avec 
une efficacité comparable à celle obtenue avec le glucose. 
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Geopsychrobacter electrodiphilus A1T et  Geopsychrobacter electrodiphilus A2 pour leur part, 
convertissent 90% des électrons disponibles par l’oxydation de différents donneurs 
d’électrons (acétate, malate, fumarate) en électricité (Holmes et al., 2004c). 
Au contraire l’efficacité de Shewanella putrefaciens pour le transfert d’électrons dans un 
système à potentiel imposé est inférieur à 0.03% (Kim et al., 1999a) et ne dépasse pas 10% 
dans les autres cas (Kim et al., 2002). En effet Shewanella putrefaciens oxyde le lactate ou le 
pyruvate de manière incomplète en acétate (équations (3) et (4)) (Lovley et al., 1989 ; Kim et 
al., 1999a ; Kim et al., 2002 ; Park et Zeikus, 2002), ce qui ne fournit que 4 ou 2 électrons au 
lieu des 12 ou 10 théoriquement disponibles si Shewanella putrefaciens oxydait le lactate et le 
pyruvate en CO2 (équations (5) et (6)). Une partie des électrons disponibles sert donc à former 
des sous-produits et n’est pas transférée à l’électrode. Ceci conduit à de faibles densités de 
courants comparées aux densités de courants obtenues avec les Geobacteraceae ou 
Rhodoferax ferrireducens.  
 
Oxydation incomplète du lactate en acétate et CO2 :  
                           −+−−− +++→+ eHHCOCOOCHOHCHOHCOOCH 452 3323                   (3) 
Oxydation incomplète du pyruvate en acétate et CO2 : 
                             −+−−− +++→+ eHHCOCOOCHOHCOCOOCH 232 3323                       (4) 
Oxydation complète du lactate en CO2 :  
                                  −+−− ++→+ eHHCOOHCHOHCOOCH 121436 323                            (5) 
Oxydation complète du pyruvate en CO2 : 
                                    −+−− ++→+ eHHCOOHCOCOOCH 101236 323                                (6) 
 
Le transfert d’électrons à l’électrode par Desulfobulbus propionicus à partir d’acides 
organiques est également moins efficace que celui observé avec les Geobacteraceae : 
seulement 25% des électrons disponibles de l’oxydation incomplète du pyruvate, du lactate et 
du propionate sont transférés à l’électrode (Holmes et al., 2004b). Ceci est compensé par les 2 
électrons produits par la réduction abiotique du sulfure en soufre à l’anode qui s’ajoutent aux 
6 électrons fournis par l’oxydation du soufre élémentaire S0 en sulfate (SO42-) par 
Desulfobulbus propionicus avec une électrode servant d’unique accepteur d’électrons 
(Holmes et al., 2004b).  
Chapitre I : Synthèse bibliographique 
 
 
     38
Tableau I.4. Etude en culture pure des bactéries isolées des biofilms électroactifs en 
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Tableau I.5. Etude en culture pure des bactéries isolées des biofilms électroactifs en 
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I.2.4. Comparaison des études en environnements naturels et en cultures pures 
 
 L’ensemble des résultats obtenus à partir des environnements naturels et des 
différentes bactéries en culture pure montre deux tendances différentes. Dans un cas, avec les 
isolats issus des boues anaérobies, le passage en culture pure n’a pas permis de retrouver les 
puissances obtenues à partir du milieu complexe. Il faut cependant noter que peu de travaux 
ont été effectués sur ce type de micro-organismes. Dans l’autre cas, avec les bactéries issues 
de la caractérisation des populations microbiennes des PACs inoculées par des sédiments, il a 
été possible de reproduire les puissances débitées à partir de l’environnement naturel. En 
effet, que ce soit avec les sédiments ou avec les cultures pures des bactéries correspondantes, 
Desulfuromas acetoxidans, Geobacter metallireducens et Geobacter sulfurreducens, les 
puissances recueillies sont de l’ordre d’une dizaine de mW/m2.  
Concernant les bactéries ferriréductrices, cette propriété ne semble pas être une condition 
suffisante pour qu’un micro-organisme soit efficace dans une PAC microbienne. En effet les 
résultats obtenus avec Rhodoferax ferrireducens sont comparables à ceux obtenus avec les 
Geobacteraceae tandis que l’efficacité et les densités de courant observées avec Shewanella 
putrefaciens ne sont pas significatives.  
De manière générale, il faut retenir que les meilleures performances des PACs microbiennes 
sont tout de même obtenues à partir de milieux complexes. Ceci suggère que la production de 
courant pourrait être due à un consortium bactérien plutôt qu’à une bactérie isolée ou du 
moins que certaines interactions entre micro-organismes n’ont peut-être pas encore été 
déchiffrées. En effet, dans des conditions plus contrôlées, avec une électrode à potentiel 
imposé, les densités de courant obtenues en culture pure indiquent que certaines bactéries, 
notamment Geobacter sulfurreducens, sont capables d’échanger efficacement des électrons 
avec une électrode.  
 
 Ces observations laissent entrevoir de nouvelles pistes de recherches. Les études en 
culture pure doivent être complétées afin de cibler la bactérie ou le groupe de bactéries le plus 
efficace. Même s’ils sont à considérer avec réserve, les résultats obtenus avec les isolats 
Geopsychrobacter electrodiphilus A1T et Geopsychrobacter electrodiphilus A2 indiquent qu’il 
faut continuer à étudier les bactéries isolées des biofilms électroactifs et pas seulement les 
bactéries proches des bactéries identifiées. Les études actuelles semblent ainsi prendre deux 
axes majeurs. Les travaux en PACs microbiennes tendent à optimiser les procédés pour 
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améliorer le couplage traitement d’effluents/production d’électricité. Les recherches avec des 
cultures pures s’orientent plutôt vers la compréhension des mécanismes de transfert 
d’électrons entre les cellules bactériennes et l’électrode. 
 
 
I.2.5. Mécanismes de transfert d’électrons entre une bactérie et une électrode 
 
 A partir de la gamme de micro-organismes électroactifs identifiés d’après les études en 
environnement complexes puis en culture pure, des travaux ont été menés afin de comprendre 
les mécanismes de transfert d’électrons entre les cellules bactériennes et l’électrode. Ce 
mécanisme peut s’effectuer de manière indirecte ou directe (Lovley, 2006c ; Chang et al., 
2006 ; Schröder, 2007). Même si une grande partie des travaux est focalisée sur les transferts 
entre les cellules bactériennes et les anodes (conditions anaérobies), quelques mécanismes ont 
été avancés pour expliquer le transfert d’électrons entre une bactérie et une cathode 
(conditions anaérobies et aérobies) (He et Angenent, 2006). 
La description des mécanismes effectuée dans ce paragraphe ne concerne pas seulement les 
bactéries issues des études en milieux complexes ; les exemples sont étendus à d’autres 
bactéries utilisées classiquement dans les PACs microbiennes. 
 
I.2.5.1. Mécanismes de transfert indirect entre une bactérie et une anode 
 
 Les mécanismes de transfert indirect entre une bactérie et une anode peuvent être 
classés selon la nature de l’espèce assurant la liaison entre la bactérie et l’électrode. Ils 
s’effectuent soit par l’intermédiaire de médiateurs exogène(s) ou produit(s) par la bactérie qui 
assurent le transfert d’électrons en effectuant des cycles d’oxydo-réduction soit par 
l’intermédiaire d’un métabolite produit par la bactérie s’oxydant à l’anode.  
 
 Les premières PACs microbiennes connues depuis la moitié du XXème siècle 
fonctionnent avec des cultures pures de micro-organismes et nécessitent l’addition de 
médiateurs pour permettre le transfert d’électrons entre les cellules et l’anode (Katz et al., 
2003 ; Shukla et al., 2004 ; Bullen et al., 2005 ; Stams et al., 2006). Les médiateurs sous leur 
forme oxydée entrent dans la cellule et acceptent les électrons de la bactérie. Sous leur forme 
réduite ils les transfèrent alors à la surface de l’électrode en régénérant leur forme oxydée 
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(Figure I.5.). De nombreux composés ont été testés en combinaison avec diverses bactéries. 
La thionine a été largement utilisée avec Proteus vulgaris et Escherichia coli. Les autres 
composés chimiques utilisés sont des dérivés de la phénazine, de la phénothiazine, de la 
phénoxazine et de la quinone (Newman et Kolter, 2000 ; Katz et al., 2003 ; Shukla et al., 
2004). Ces médiateurs artificiels sont utilisés dans les PACs microbiennes avec des bactéries 
telles que Escherichia coli (Emde et al., 1989; Park and Zeikus, 2000), Proteus vulgaris 
(Allen et Benetto, 1993 ; Kim et al., 2000), Propionibacterium freunreichii (Emde and Schink, 
1990), Actinobacillus succinogenes (Park and Zeikus, 2000) ou Pseudomonas spp. et Bacillus 
spp. (Katz et al., 2003 ; Shukla et al., 2004 ). Sans ces médiateurs ajoutés dans le milieu, les 
bactéries seraient incapables d’utiliser l’électrode. Même si quelques médiateurs ont montré 
une bonne efficacité, ce mode de transfert a de nombreux désavantages qui en font 
aujourd’hui un procédé désuet (Schröder, 2007). L’inconvénient majeur est qu’une PAC 
microbienne basée sur ce type de transfert a un fonctionnement limité dans le temps. En effet 
les médiateurs ne sont pas des composés stables et il est nécessaire d’en ajouter régulièrement 
pour faire fonctionner la pile. Ceci pose des problèmes technologiques et même 
environnementaux car les médiateurs sont connus pour être des composés toxiques (Lovley, 












Figure I.5. PAC microbienne fonctionnant avec un transfert d’électron assuré par un 
médiateur exogène. Le glucose est pris comme exemple de substrat (Lovley, 2006c). 
 
 Il a été montré que certains micro-organismes peuvent produire leur propre médiateur 
pour transférer leurs électrons à une anode (Lovley, 2006c, Schröder, 2007). Ces médiateurs 
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assurent le transfert d’électrons et augmentent l’efficacité de la production de courant (Rabaey 
et al., 2004 ; Rabaey et al., 2005b). Cependant l’identification de tels composés reste difficile. 
Bond et Lovley (Bond et Lovley 2005) indiquent que Geothrix fermentans utilise ce mode de 
transfert pour transmettre ses électrons à l’anode d’une PAC microbienne mais ils ne précisent 
pas la nature du médiateur qui demeure encore inconnue. Jusqu’à présent il a seulement été 
démontré que la pyocyanine et la phénazine-1-carboxamide produites par Pseudomonas 
aeruginosa participent au transfert d’électrons dans une PAC microbienne (Rabaey et al., 
2005b). D’une manière générale, il est probable que d’autres composés rédox tels que la 2-
amino-3-carboxy-1,4-naphthoquinone (ACNQ) jouent aussi le rôle de médiateurs (Schröder, 
2007). 
 
 Certains micro-organismes sont utilisés dans les PACs microbiennes pour produire des 
composés dont l’oxydation à l’anode fournit les électrons. Ces composés sont des produits de 
fermentation tels que l’hydrogène, l’éthanol ou le formate (Figure I.6.) (Lovley, 2006c, 
Schröder, 2007). Peu de PACs microbiennes fonctionnent avec ce type de bactéries en raison 
de leur faible efficacité (Lovley, 2006c). Une exception concerne des PACs microbiennes 
utilisant des cultures qui produisent de l’hydrogène. Dans ce cas les progrès effectués sur la 
nature de l’anode permettent d’atteindre des puissances jusqu’à 40 A/m2 (Niessen et al., 












Figure I.6. PAC microbienne fonctionnant avec un transfert d’électrons assuré par des 
composés produits par les bactéries (ici oxydation de l’hydrogène). Le glucose est pris comme 
exemple de substrat (Lovley, 2006c). 
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I.2.5.2. Mécanismes de transfert direct entre une bactérie et une anode 
 
 Le transfert direct d’électrons entre une bactérie et une électrode implique un contact 
entre la cellule bactérienne et la surface de l’électrode. Contrairement au mécanisme indirect 
aucun composé dissous n’intervient pour transporter les électrons de la bactérie vers 
l’électrode. L’hypothèse avancée est que le transfert direct nécessite la présence des protéines 
rédox sur la surface de la membrane bactérienne permettant le transfert des électrons de 
l’intérieur de la cellule vers l’électrode. Ces protéines pourraient être les cytochromes de type 
c car ils appartiennent à la chaîne de transfert des électrons chez les bactéries. Ils sont 
supposés jouer un rôle majeur dans le transfert direct d’électrons (Figure I.7.A.) (Chang et al., 
2006). L’expression de ce type de mécanisme conférerait la propriété d’électroactivité aux 
bactéries Geobacter sulfurreducens (Bond et Lovley, 2003), Geobacter metallireducens (Bond 
et al., 2002), Desulfuromonas acetoxidans (Bond et al., 2002), Rhodoferrax ferrireducens 
(Chaudhuri et Lovley, 2003), Desulfobulbus propionicus (Holmes et al., 2004b), Aeromonas 
hydrophila (Pham et al., 2003) et Shewanella putrefaciens (Kim et al., 1999a). 
Le contact direct entre la cellule bactérienne et l’électrode suppose que seules les bactéries de 
la première couche sont électroactives (Lovley, 2006a). Récemment, l’hypothèse a émergé 
que même les bactéries à une certaine distance de l’électrode peuvent transférer des électrons 
à la surface de l’anode (Logan et Regan, 2006). En effet il a été montré que Geobacter 
sulfurreducens et Shewanella oneidensis (ancienne souche Shewanella putrefaciens MR-1) 
sont capables de réduire des oxydes de fer grâce à des pili conducteurs appelés nano-fils 
conducteurs (Gorby et al., 2006 ; Logan et Regan 2006). Les pili sont connectés aux 
cytochromes au travers desquels le transfert d’électrons vers l’extérieur s’effectue. Par 
extension, ce mode de transfert est supposé intervenir entre les bactéries du biofilm et une 
électrode même si aucune étude n’a été publiée dans ce cas précis (Figure I.7.B.). Pour 
preuve, il a été montré que la puissance d’une PAC microbienne inoculée par Geobacter 
sulfurreducens a été multipliée par 10 après la formation des nano-fils conducteurs (Reguera 
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Figure I.7. Schéma des mécanismes de transfert direct d’électrons via (A) les cytochromes 
liés à la membrane et (B) les nano-fils conducteurs (Schröder, 2007). 
 
I.2.5.3. Mécanismes de transfert entre une bactérie et une cathode 
 
 Peu d’études étant consacrées aux biocathodes, les mécanismes de transfert entre la 
cathode et les bactéries restent peu évoqués. On peut cependant supposer que des mécanismes 
similaires à ceux précédemment décrits sont également valables dans le cas des biocathodes.  
Park et coll. ont utilisé un médiateur artificiel, le rouge neutre, pour effectuer la réduction 
anaérobie du dioxyde de carbone en méthane et celle du fumarate en succinate par 
Actinobacillus succinogenes (Park et al., 1999 ; Park et Zeikus, 1999). Par ailleurs il a été 
montré que Geobacter metallireducens réduit le nitrate en nitrite en acceptant les électrons de 
la cathode de manière directe (Gregory et al., 2004).  
Concernant les biocathodes aérobies, les mécanismes proposés font intervenir le manganèse et 
le fer. Dans un cas une bactérie mangano-oxydante, Leptothrix discophora oxyde les ions 
Mn2+ en oxyde de manganèse MnO2 (Rhoads et al., 2005). Celui-ci se réduit alors à la 
cathode pour redonner l’ion Mn2+ (Figure I.8.A.). Un mécanisme similaire est observé avec 
des bactéries ferro-oxydantes telles que Thiobacillus ferroxidans ou Acidithiobacillus 
ferrooxidans qui oxydent les ions Fe2+ en Fe3+. Ce sont les ions Fe3+ qui se réduisent alors à la 
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Figure I.8. Mécanisme de transfert indirect entre (A) des bactéries mangano-oxydantes 
(Rhoads et al., 2005) et (B) des bactéries ferro-oxydantes (d’après ter Heijne et al., 2006). 
 
I.2.5.4. Voltammétrie cyclique et électroactivité bactérienne 
 
 L’électroactivité des cultures pures de bactéries a été étudiée grâce aux PACs 
microbiennes ou aux électrodes à potentiel imposé. Certains travaux mentionnent également 
l’utilisation de la voltammétrie cyclique, une technique électrochimique qui consiste à 
appliquer un balayage linéaire de potentiel en fonction du temps. Le potentiel décrit un aller-
retour entre deux valeurs limites. Le voltammogramme représente le courant en fonction du 
potentiel appliqué. Cette méthode a été appliquée aussi bien sur des consortiums bactériens 
que sur des cultures pures afin de préciser la nature du mécanisme de transfert d’électrons 
entre les bactéries et l’électrode.  
 
 La comparaison des voltammétries cycliques effectuées dans la solution du 
compartiment anodique d’une PAC microbienne inoculée par des effluents domestiques et 
alimentée par de l’acétate avec l’anode colonisée par un biofilm d’une part et avec une 
électrode propre d’autre part, montre que seul le biofilm est électroactif et non les bactéries en 
suspension dans le compartiment anodique de la PAC microbienne (Figure I.9.) (Liu et al., 
2005a). Dans ce cas, le voltammogramme réalisé avec l’électrode colonisée par le biofilm 
montre deux pics d’oxydoréduction (Figure I.9.A.) Ceci traduit la présence d’un médiateur au 
sein du biofilm. Cependant, les auteurs affirment que, la concentration en médiateur étant très 
faible, le mécanisme principal de transfert des électrons entre les bactéries du biofilm et 
l’anode est de type direct. 
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Figure I.9. Voltammogramme cyclique (A) d’une anode colonisée par un biofilm électroactif 
après que la PAC microbienne a fourni 506 mW/m2 et (B) d’une anode sans biofilm. Les deux 
voltammogrammes ont été réalisés dans la solution du compartiment anodique de la PAC 
microbienne. (d’après Liu et al., 2005a). 
 
 Différentes voltammétries cycliques effectuées avec des souches pures de bactéries 
isolées d’un biofilm électroactif formé à partir de boues activées ont permis de caractériser le 
mécanisme de transfert d’électrons entre des isolats et une anode (Rabaey et al., 2004). Parmi 
quatre isolats, deux souches ont un mécanisme indirect et les deux autres ont un mécanisme 
direct. L’étude plus approfondie du transfert indirect avec une souche de Pseudomonas 
aeruginosa a permis de mettre en évidence le rôle des phénazines comme médiateurs 
d’électrons (Rabaey et al., 2005b). 
 L’électroactivité de Shewanella putrefaciens, Clostridium butyricum, Aeromonas 
hydrophila, Enterococcus gallinarum et de la souche GEB-1 a également été étudiée par 
voltammétrie cyclique (Kim et al., 1999a, Kim et al., 1999b ; Kim et al., 2002 ; Park et al., 
2001, Pham et al., 2003 ; Kim et al., 2005b ; Kim et al., 2006). Le potentiel redox des 
différentes espèces bactériennes est pratiquement le même avec une valeur moyenne de -0.15 
V/Ag/AgCl. L’allure des voltammogrammes est également similaire pour toutes les bactéries. 
Les auteurs attribuent les pics d’oxydoréduction à un transfert direct d’électrons via des 
cytochromes situés sur la membrane externe des bactéries (Chang et al., 2006). Cette 
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hypothèse est basée sur le fait que les voltammétries cycliques sont réalisées avec des cellules 
lavées puis re-suspendues dans une solution tampon, ce qui exclut la présence de médiateur. 
Les similarités observées entre ces différentes bactéries laissent penser que les cytochromes 
situés sur la membrane de ces bactéries et responsables du transfert d’électrons sont de même 
nature et ne sont pas spécifiques d’une bactérie.  
 
 La voltammétrie cyclique apparaît donc comme un outil simple et rapide adapté à 
l’étude des transferts d’électrons entre une bactérie et une électrode. Il ne faut cependant pas 
considérer cette technique comme une alternative aux études classiques en PAC ou en 
chronoampérométrie. En effet, la voltammétrie cyclique étant le plus souvent effectuée dans 
des solutions de bactéries libres en suspension, elle ne permet pas de prendre en compte 
l’influence du développement en biofilm. Au contraire, les autres méthodes permettent de 
mesurer les transferts d’électrons tout au long de la croissance du biofilm. Ainsi il apparaît 
que les mécanismes de transfert mis en évidence par voltammétrie cyclique ne sont pas 
forcément ceux mis en jeu lorsque les bactéries sont sous forme de biofilm et interagissent 
avec l’anode d’une PAC microbienne ou dont le potentiel est maintenu constant. A titre 
d’exemple, les voltammétries cycliques réalisées avec Clostridium butyricum et Enterococcus 
gallinarum montrent que ces bactéries sont capables d’échanger des électrons directement 
avec une électrode (Park et al., 2001 ; Kim et al., 2005b). Cependant ces bactéries sont 
capables de produire de l’hydrogène (Niessen et al., 2004 ; Rabaey et al., 2004), ce qui 
suggère qu’un mécanisme via l’oxydation de l’hydrogène à l’anode dans les PACs 
microbiennes inoculées avec ces bactéries est envisageable.  
Ces observations montrent ainsi que la voltammétrie cyclique est une méthode 




Chapitre II : Matériels et méthodes 
 













- Chapitre II -  








      
Chapitre II : Matériels et méthodes 
 
 
  51  
II.1. Matériel électrochimique 
 
 Les études électrochimiques ont été effectuées avec un montage à trois électrodes 
composé d’une électrode de travail, une électrode de référence et une contre-électrode.  
 
II.1.1. Electrodes de référence et contre-électrodes 
 
 Deux types d’électrodes de référence ont été utilisées : une électrode au calomel saturé 
(ECS, Hg/Hg2Cl2/Cl-, Copenhagen, Radiometer) et une électrode au chlorure d’argent. Cette 
dernière est un fil d’argent recouvert de chlorure d’argent préparé à partir d’un fil d’argent 
(diamètre 1.5 mm, Goodfellow) plongé successivement dans une solution d’acide nitrique à 
65 % puis dans une solution saturée de KCl. Les électrodes de référence ont été conservées 
dans une solution de KCl saturée. 
En milieu liquide, les contre-électrodes sont des grilles de platine (Goodfellow). Elles ont été 
brûlées à la flamme d’un bec Bunsen pendant une minute avant d’être utilisées. En milieu 
dense (sols), les contre-électrodes sont des barreaux de graphite simple (diamètre 1.27 cm, 
longueur 30.5 cm, Alfa Aesar) connectées électriquement par un fil de cuivre enroulé autour 
du barreau et maintenu par une gaine rétractable.  
 
II.1.2. Electrodes de travail et pré-traitement 
 
 Les électrodes DSA® sont des plaques à base de titane dont une face est revêtue 
d’oxydes d’iridium et de tantale (16 g/m2) (DSA®, Electro Chemical Service). Ces électrodes 
sont utilisées dans l’industrie pour effectuer des réactions d’oxydation. Lorsqu’on impose un 
potentiel anodique à cette électrode, la surface de travail est celle recouverte par les oxydes 
tandis que la surface où le titane est apparent se recouvre progressivement d’oxydes de titane 
qui diminuent drastiquement les vitesses de réaction électrochimiques sur cette face. Les 
plaques ont une épaisseur de 1 mm, elles sont découpées par la société qui les fournit pour 
obtenir les dimensions 100 mm ¯ 25 mm ou 50 mm ¯ 25 mm.  
Avant leur utilisation, les coupons ont été nettoyés par une électrolyse anodique pendant 5 
heures à 20 mA/cm2 dans une solution d’acide sulfurique H2SO4 0.1 M. Elles ont ensuite été 
rincées abondamment avec de l’eau courante.  
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Les électrodes DSA® ont été connectées électriquement avec une pince crocodile fixée 
directement sur la plaque ou par l’intermédiaire d’une tige de titane (diamètre 2 mm, Alfa 
Aesar) filetée et vissée dans la plaque.  
 
 Les électrodes de graphite sont des plaques de dimension 50 mm ¯ 25 mm ¯ 5 mm 
(Goodfellow) connectées électriquement par une tige de titane (diamètre 2 mm, Alfa Aesar) 
filetée et vissée dans l’électrode. Le traitement de ces électrodes a consisté en deux lavages 
successifs sous agitation magnétique pendant 1 heure dans une solution d’acide chlorhydrique 
1 M puis dans une solution de soude 1 M. Entre chaque étape, l’électrode a été rincée 
abondamment avec de l’eau courante pendant 20 min. 
 
 Les électrodes de carbone vitreux et de graphite pyrolytique (Carbone Lorraine) sont 
des barreaux enrobés dans une résine inerte (Epofix, Struers). Les sections de travail sont des 
disques de diamètre 3 mm pour le carbone vitreux et 6.15 mm pour le graphite pyrolytique. 
Avant leur utilisation, les électrodes ont été polies mécaniquement (polisseuse ESCIL, ESC 
200 GTL) avec du papier abrasif (LAM-PLAN, France) de grains successifs décroissants 
(P120, P400, P800, P1200, P2400, P4000) jusqu’à obtenir une surface polie homogène.  
 
 L’acier inoxydable de type 254 SMO présente une bonne résistance à la corrosion, sa 
composition chimique est en pourcentage massique : Cr, 19.9% ; Ni, 17.8%, Mo, 6%, Mn, 
0.5%, N, 0.2%, C, 0.01%. Les électrodes sont des plaques de dimension 100 mm ¯ 25 mm ¯ 
1 mm ou 30 mm ¯ 25 mm ¯ 1 mm. Les connexions électriques ont été réalisées par 
l’intermédiaire une tige de titane (diamètre 2 mm, Alfa Aesar) filetée et vissée sur l’électrode. 
Avant leur utilisation, les électrodes ont d’abord été dégraissées dans une solution 50:50 (v/v) 
d’acétone/éthanol pendant 20 min puis rincées à l’eau courante pendant 20 min. Ensuite elles 
ont été traitées pendant une heure sous agitation magnétique dans un bain contenant 20% 
(v/v) d’acide nitrique à 65% et 2% (v/v) d’acide fluorhydrique à 40%. Pour finir, elles ont été 
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II.2. Techniques électrochimiques  
 
 Deux techniques électrochimiques ont été utilisées au cours de l’étude : la 
chronoampérométrie et la voltammétrie cyclique. L’ensemble des mesures électrochimiques a 
été réalisé avec un multipotentiostat (VMP, Bio-Logic S.A., France) piloté par le logiciel EC-
Lab.  
 La chronoampérométrie consiste à imposer un potentiel constant à l’électrode de 
travail et à enregistrer la réponse en courant au cours du temps. Afin de comparer les résultats, 
les courants enregistrés sont exprimés en densité de courant (mA/m2) où la surface représente 
une face d’électrode.  
Il est possible de polariser indépendamment plusieurs électrodes de travail placées dans un 
même milieu via une électrode de référence et une contre-électrode communes, en utilisant le 
système N-Stat ( Bio-Logic).  
 
 Lors d’une voltammétrie cyclique, le potentiel de l’électrode de travail varie 
linéairement au cours du temps en effectuant des allers-retours entre deux valeurs limites. 
Pendant le balayage de potentiel, le potentiostat mesure le courant résultant des réactions 
électrochimiques qui se produisent à la surface de l’électrode. Un voltammogramme cyclique 





II.3.1. Criblage d’environnements naturels 
 
 Les tests effectués dans le terreau et les sols pollués ont été conduits dans des 
cristallisoirs de 3.5 L avec un montage simple à trois électrodes (Figure II.1) ou dans des bacs 
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Figure II.1. Réacteur de 3.5 L utilisé pour mener les tests dans le terreau et les sols pollués 











Figure II.2. Réacteur de 10 L utilisé pour mener les tests dans le terreau et les sols pollués 
(montage électrochimique composés de 3 électrodes de travail pour une électrode de référence 
et une contre-électrode communes).  
 
II.3.2. Réacteurs aérobies 
 
 Les isolats aérobies ainsi que l’eau de mangrove ont été testés dans des réacteurs de 
500 mL surmontés d’un couvercle permettant de maintenir 1 à 3 électrodes de travail (acier 
inoxydable 254 SMO), une électrode de référence (ECS), une contre-électrode (grille de 
platine) et un fritté en verre pour le bullage d’air (Figure II.3). Le couvercle a été maintenu sur 
le socle par du parafilm.  
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Figure II.3. Réacteur (500 mL) utilisé pour mener les tests avec les isolats aérobies et dans 
l’eau de mangrove. 
 
II.3.3. Réacteurs anaérobies 
 
 Les isolats anaérobies ont été testés dans des réacteurs de 2 L ou de 500 mL surmontés 
d’un couvercle permettant de maintenir 1 à 3 électrodes de travail (DSA® ou graphite), une 
électrode de référence (Ag/AgCl), une contre-électrode (grille de platine) (Figure II.4). Un 
flux de gaz N2/CO2 a été maintenu en entrée grâce à une canule en verre placée en bas du 












Figure II.4. Réacteur (2 L) utilisé pour mener les tests avec les isolats anaérobies. 
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II.3.4. Cellule électrochimique 
 
 Les voltammétries cycliques effectuées avec des suspensions bactériennes ont été 
réalisées dans des cellules électrochimiques de 100 mL (Metrohm). Le montage à trois 
électrodes est composé d’une électrode de travail en carbone vitreux ou en graphite 
pyrolytique, une électrode de référence au calomel saturée et un fil de platine (Pt/Ir, diamètre 

















II.4. Expérience de terrain dans la mangrove guyanaise 
 
 Une expérience in situ a été réalisée en Guyane afin de former des biofilms 
électroactifs dans de l’eau de mangrove. Un portique a été spécialement conçu par le 
Laboratoire d'Etude de la corrosion Aqueuse (LECA, CEA Saclay, France) permettant de 
maintenir 20 électrodes (plaques de 100 × 25 × 1mm). Pour l’expérience mise en place dans 
cette étude, seules 10 électrodes ont été nécessaires (Figure II.6A) : 
 - 3 électrodes d’acier inoxydable (type 254 SMO) ont chacune été couplées avec une 
électrode d’acier doux via une résistance externe de 100 Ω. Deux mesures en continu ont été 
effectuées pour ces trois couplages : la différence de potentiel entre l’électrode d’acier 
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inoxydable et l’électrode d’acier doux, ainsi que le potentiel imposé par le couplage à 
l’électrode d’acier inoxydable par rapport à une électrode de référence Ag/AgCl. 
 - 4 électrodes d’acier inoxydable (type 254 SMO) ont été placées sans être couplées. 
Le potentiel libre de deux d’entre elles a été mesuré en continu, aucun suivi n’a été effectué 
pour les deux autres. 
Les mesures électrochimiques ont été effectuées grâce à un data logger à 8 voies qui 
enregistrait : la différence de potentiel entre les électrodes d’acier inoxydable et les électrodes 
d’acier doux (3 voies), le potentiel imposé par le couplage aux électrodes d’acier inoxydable 
(3 voies) et le potentiel libre de deux électrodes d’acier inoxydable non couplées (2 voies). Le 
data logger a été enfermé dans un boîte aux lettres afin de le protéger des averses (Figure 













Figure II.6. A. Portique permettant l'immersion des électrodes d'acier inoxydable (254 SMO) 





II.5.1. Isolats aérobies 
 
 A partir des biofilms électroactifs formés dans le terreau (cette étude) et dans l’eau de 
mer (par l’équipe du CNR-ISMAR dans le port de Gênes, Italie), des bactéries ont été isolées 
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dans des conditions aérobies par le Laboratoire d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère 
(LEMiR, CEA Cadarache, France) et le Laboratoire de Microbiologie (Laboratorium voor 
Microbiologie, Université de Gand, Belgique) respectivement.  
Les isolats aérobies provenant du terreau et étudiés en culture pure sont 5 souches du genre 
Pseudomonas notées Pseudomonas sp. P1, P2, P3, P4 et P5, ainsi que 3 souches du genre 
Enterobacter notées Enterobacter sp. E1, E2 et E3.  
Les isolats aérobies provenant des biofilms marins utilisés pour les tests en culture pure 
appartiennent aux genres Roseobacter, Paracoccus, Ruegiera, Halomonas, Silicibacter et 
Sulfitobacter. Ils ont été notés : 
 - Roseobacter sp. R-26140, R-26144, R-26156, R-26160, R-26165, R-26189, R-
28052, R-28704, 
 - Paracoccus denitrificans R-26162,  
 - Ruegiera sp. R-26195,  
 - Halomonas aquamarina R-28817,  
 - Silicibacter sp. R-26162,  
 - Sulfitobacter pontiacus R-28809. 
 
II.5.2. Biofilms entiers 
 
 Une série d’expériences a été effectuée avec des biofilms électroactifs entiers formés 
dans l’eau de mer à la station marine de Gênes (CNR-ISMAR, Italie). Ils ont été récupérés sur 
la surface de 3 électrodes d’acier inoxydable (254 SMO). Ces électrodes ont été reçues dans 
des tubes stériles contenant une électrode immergée dans 50 mL d’eau de mer. Le biofilm a 
été récupéré dans un volume total de 150 mL d’eau de mer du port de Gênes, reçue en même 
temps que les électrodes, selon les opérations successives suivantes : 
- la surface de l’électrode a été grattée dans 50 mL d’eau de mer à l’aide d’un râteau 
en verre, 
- après grattage, l’électrode a été plongée dans 50 mL d’eau de mer contenant 2 mg 
de billes de verre (diamètre 2 mm) puis vortexée à la vitesse maximum pendant 10 
min, 
- finalement l’électrode a été plongée dans 50 mL d’eau de mer, l’ensemble ayant 
été soumis à des ultrasons pendant 1 min (Transsonic 950/H, Prolabo, 50 Hz).  
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Ces étapes ont été réalisées sous atmosphère stérile. L’eau de mer ainsi que l’ensemble du 
matériel utilisé a préalablement été stérilisé par autoclavage pendant 20 min à 121 °C. 
En dernier lieu, les 150 mL d’eau de mer contenant le biofilm gratté ont été mélangés aux 50 
mL contenus dans les flacons pour l’envoi des électrodes. Ces 200 mL ont été complétés par 
300 mL d’eau de mer stérile afin d’effectuer une chronoampérométrie dans le réacteur décrit 
Figure II.3. 
 
II.5.3. Isolats anaérobies 
 
 Les isolats anaérobies utilisés dans cette étude ont été isolés par le Laboratoire 
d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère (LEMiR, CEA Cadarache, France) à partir des 
biofilms formés dans le terreau. Ce sont des souches de Geobacter bremensis notées 
Geobacter bremensis isolats B, D, E et F. 
 
I.5.4. Souches commerciales 
 
 Deux souches commerciales ont été étudiées. Elles proviennent de la collection 
allemande de micro-organismes DSMZ (Braunschweig, Allemagne). Ce sont les souches 
Geobacter bremensis (DSM 12179) et Pelobacter venetianus (DSM 2395). 
 








 Le terreau (marque Eco-Terre) a été acheté dans une jardinerie en sac de 50 kg. Il a été 
stocké à l’extérieur dans son emballage original. 
 
 Les sols pollués ont été prélevés sur l’ancien site de l’usine AZF à Toulouse. Ils 
contiennent différentes concentrations en composés azotés et en hydrocarbures. Une liste des 
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différentes carottes échantillonnées sur le site avec leur localisation GPS nous a été fournie 
permettant un prélèvement précis des sols choisis (Figure II.7). Avant leur utilisation, les sols 



























II.6.2. Eau de mangrove 
 
 L’eau de mangrove est un environnement particulier contenant une forte concentration 
en sel, de l’ordre de 30 g/L, ainsi que de nombreuses particules en suspension, qui en font un 
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milieu à forte turbidité. Cette eau provient de la mangrove guyanaise, sur un site proche de 
Cayenne. Deux échantillons ont été testés en laboratoire : l’un a été prélevé lors de la mise en 
place de l’expérience sur le terrain et l’autre nous a été envoyé par le laboratoire Laboratoire 
des Matériaux et Molécules en Milieu Amazonien (L3MA, UMR EcoFoG, Ecologie des 
Forêts de Guyane, Cayenne) de Guyane. Les échantillons d’eau ont été acheminés sans 
précautions particulières mais ils ont été utilisés dès leur arrivée au laboratoire ou conservés 
quelques jours au réfrigérateur. Ils ont été prélevés pendant la grande saison des pluies 
(d’Avril à Juin 2006/2007).  
 
II.6.3. Eau de mer synthétique 
 
 La composition de l’eau de mer synthétique est pour 1 L : 24.53 g NaCl ; 11.11 g 
MgCl2, 6H2O ; 4.09 g Na2SO4 ; 1.16 g CaCl2, 2H2O ; 0.695 g KCl ; 0.020 g NaHCO3 ; 0.101 
g KBr ; 0.027 g H3BO3 ; 0.042 g SrCl2, 6H2O; 0.003 g NaF, eau distillée q.s.p 1L. Le pH a été 
ajusté à 8.0 avec de la soude (0.1 M).  
L’eau de mer synthétique a été stérilisée par autoclavage pendant 20 min à 121 °C. 
 
II.6.4. Solution vitaminique 
 
 La solution vitaminique "seven vitamin solution" (DSM, milieu 503) ajoutée à l’eau de 
mer naturelle stérile est pour 1 L : 100 mg vitamine B12 (cyanocobalamine) ; 80 mg acide p-
aminobenzoïque ; 20 mg D(+)-Biotine (vitamine H) ; 200 mg acide nicotinique (vitamine 
B8) ; 100 mg pantothénate de calcium (vitamine B5), 300 mg hydrochlorure de pyridoxine 
(vitamine B6) ; 200 mg HCl-thiamine, 2H2O (vitamine B1), eau distillée q.s.p 1L. Cette 
solution de vitamine a été stérilisée par filtration (filtre 0.2 μm) 
 
II.6.5. Milieu de culture pour les bactéries aérobies 
 
 Les bactéries aérobies ont été cultivées en milieu liquide à 30°C sous agitation 
magnétique (250 rpm) dans un milieu Tryptic Soy Broth (TSB, Sigma) pour les isolats 
provenant des biofilms électroactifs formés dans le terreau et dans un milieu Marine Broth 
(MB, Difco) pour les isolats issus des biofilms électroactifs marins. Ces milieux ont été 
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stérilisés par autoclavage (121 °C, 20 min). Avant d’être autoclavé, le milieu MB a été porté à 
ébullition afin de dissoudre les particules solides. 
 
 
II.6.6. Milieu de culture pour les bactéries anaérobies 
 
 Les différentes souches Geobacter bremensis ont été cultivées dans une étuve à 30°C 
dans des fioles de 50 mL contenant 40 mL de milieu de culture sous atmosphère N2/CO2 
(80:20). 
Deux types de milieux de base ont été utilisés : les milieux A et C. 
Le milieu A contient pour 1 L : 1 g NH4Cl; 0.2 g MgSO4, 7H2O; 0.1 g CaCl2, 2H2O; 0.05 g 
K2HPO4; 0.43 g NaHCO3; 50 μL d’une solution de résazurine 10 mg/L; 1 mL d’une solution 
de Na2S à 10% (w/v); 1 mL d’une solution d’éléments minéraux traces SL10 (DSM, 
Allemagne); et 1 mL d’une solution sélénite/tungstate (DSM, Germany). 
Le milieu C contient pour 1 L : 0.25 g NH4Cl; 1 g NaCl, 0.5 g KCl, 0.4 g MgCl2, 6H2O; 0.15 
g CaCl2, 2H2O; 0.2 g KH2PO4; 2.5 g NaHCO3; 50 μL d’une solution de résazurine 10 mg/L; 1 
mL d’une solution de Na2S à 10% (w/v); 1 mL d’une solution d’éléments minéraux traces 
SL10 (DSM, Allemagne); et 1 mL d’une solution sélénite/tungstate (DSM, Germany).  
Chaque milieu de base contient en plus du Fe(III)-acide nitrilotriacétique (Fe(III)-NTA) 5 
mM comme accepteur d’électrons et de l’éthanol 10 mM comme donneur d’électrons, eau 
distillée q.s.p 1L 
La solution de Fe(III)-NTA est obtenue à partir d’une solution mère 100 mM préparée en 
dissolvant dans de l’eau distillée : 1.64 g de NaHCO3, 2.56 g de C6H6NO6Na3 (sodium 
d’acide nitrilotriacétique) et 2.7 g de FeCl3, 6H2O, eau distillée q.s.p 100 mL. 
La solution SL10 contient pour 1 L : 10 mL de HCl (25 %, 7.7 M) ; 1.50 g de FeCl2, 4H2O (à 
diluer en premier dans le HCl) ; 70 mg de ZnCl2 ; 100 mg de MnCl2, 4H2O ; 6 mg de H3BO3 ; 
190 mg de CoCl2, 6H2O ; 2 mg de CuCl2, 2H2O ; 24 mg de NiCl2, 6H2O ; 36 mg de 
Na2MoO4, 2H2O, eau distillée q.s.p 1L. 
La solution de sélénite/tungstate contient pour 1 L : 0.50 g de NaOH ; 3 mg de Na2SeO3, 
5H2O ; 4 mg de Na2WO4, 2H2O, eau distillée q.s.p 1L. 
Les solutions de Fe(III)-NTA, d’éthanol, de K2HPO4, de NaHCO3 et de Na2S ont été ajoutées 
après la stérilisation par autoclavage. Elles ont été stérilisées par filtration (filtre de porosité 
0.2 μm) exceptée la solution de Na2S qui est autoclavée séparément (121°C, 20 min). 
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 La souche commerciale Pelobacter venetianus (DSM 2395) a également été cultivée à 
30°C dans des fioles de 50 mL sous atmosphère N2/CO2 (80:20) avec du Fe(III)-acide 
nitrilotriacétique (Fe(III)-NTA) 5 mM comme accepteur d’électrons et de l’éthanol 10 mM 
comme donneur d’électrons. Le milieu de base contient pour 1L : 0.25 g de NH4Cl; 0.5 g de 
KCl; 1 g de NaCl; 2 g de MgCl2, 6H2O; 0.15 g de CaCl2, 2H2O; 0.2 g de K2HPO4; 2.5 g de 
NaHCO3; 50 μL d’une solution de résazurine 10 mg/L; 1 mL d’une solution de Na2S à 10% 
(w/v); 1 mL d’une solution d’éléments minéraux traces SL10 (DSM, Allemagne); et 1 mL 
d’une solution sélénite/tungstate (DSM, Germany).  
Les solutions de Fe(III)-NTA, d’éthanol, de K2HPO4, de NaHCO3 et de Na2S ont été ajoutées 
après la stérilisation par autoclavage. Elles ont été stérilisées par filtration (filtre de porosité 
0.2 μm) exceptée la solution de Na2S qui est autoclavée séparément (121°C, 20 min). 
 
 
II.7. Conditions opératoires 
 
II.7.1. Chronoampérométrie avec les milieux naturels 
 
 Des biofilms électroactifs ont été formés dans le terreau et les sols pollués sur la 
surface d’électrodes DSA® (Dimensionally Stable Anode) dont le potentiel a été imposé entre 
0.10 et 0.70 V/ECS (oxydation). Les essais ont été effectués à température ambiante. 
Le terreau et les sols pollués ont été préparés en les mélangeant avec une solution de NaCl (10 
mM) afin d’assurer la conduction ionique. Pour les essais où l’ajout d’acétate est mentionné, 
une solution contenant du NaCl 10 mM et de l’acétate 10 mM a été mélangée au milieu. Les 
solutions ont été préalablement stérilisées par autoclavage (121°C pendant 20 min). Les 
proportions du mélange étaient de 2 volumes de terreau ou de sol pollué pour 3 volumes de 
solution. 
Des expériences de contrôle ont été effectuées avec le terreau stérilisé soit par autoclavage (20 
min, 121°C) soit par irradiation aux rayonnements γ, réalisée à la cellule "CIGAL" du CEA 
Cadarache (irradiateur au Cobalt 60, 40 kGy pendant 12 h).  
 
 
Chapitre II : Matériels et méthodes 
 
 
  64  
 Les tests en laboratoire dans l’eau de mangrove ont été effectués dans des réacteurs 
contenant 500 mL d’eau de mangrove agitée par un barreau aimanté (150 rpm). Les biofilms 
ont été formés sur des électrodes d’acier inoxydable (254 SMO) polarisées entre -0.20 et -0.50 
V/ECS (réduction). Les essais ont été effectués à température ambiante.  
 
 
II.7.2. Chronoampérométries en cultures pures 
 
 Pour les isolats marins, une première culture en milieu liquide a été réalisée dans un 
milieu MB pendant 24 h à 30 °C sous une agitation magnétique à 250 rpm. Elle a été suivie 
d’une deuxième culture de 24 h dans les mêmes conditions dans un milieu MB dilué (MB/2 
ou MB/10). Les réacteurs ont ensuite été ensemencés avec 2 % d’inoculum (v/v). Lorsque 
cela est mentionné, la deuxième étape a été remplacée par une centrifugation de 25 mL de la 
première culture (6000 rpm, 10min, 4°C, Sigma 3K20). L’ensemencement du réacteur a été 
alors réalisé en resuspendant le culot obtenu dans le milieu du réacteur. 
Différents milieux ont été utilisés : du milieu MB dilué (MB/2, MB/5 ou MB/10), de l’eau de 
mer synthétique ou de l’eau de mer stérilisée prélevée dans le port de Gênes et complétée 
avec une solution de vitamines à 0.2 % (v/v). Pour les expériences de contrôle, les milieux ont 
été stérilisés pendant 20 min à 121°C et la solution de vitamines a été stérilisée par filtration 
(filtre 0.2 μm). 
Les milieux ont été aérés en continu par de l’air filtré à travers un pré-filtre (porosité 2 μm) 
pour ôter les impuretés du gaz puis un filtre stérile de porosité 0.2 μm pour une filtration 
stérilisante. 
Les chronoampérométries ont été effectuées avec des électrodes d’acier inoxydable (254 
SMO) polarisées à -0.30 ou -0.50 V/ECS.  
Les expériences ont été réalisées à 25°C. 
 
 Pour les isolats anaérobies provenant du terreau, les chronoampérométries ont été 
effectuées à 30 °C en conditions anaérobies (bullage continu N2/CO2, 80:20 à travers un 
préfiltre et un filtre 0.2 μm) dans des réacteurs contenant 2 L ou 500 mL de milieu. Pour ces 
études, le milieu est identique à celui utilisé pour les cultures sans la solution de Na2S, car les 
ions sulfures (S2-) régissent avec l’électrode. Par ailleurs, l’accepteur d’électrons (Fe(III)-
Chapitre II : Matériels et méthodes 
 
 
  65  
acide nitrilotriacétique) a été enlevé pour les chronoampérométries en oxydation et le donneur 
d’électrons (éthanol) a été retiré pour les chronoampérométries en réduction.  
Les expériences en oxydation ont été réalisées avec une électrode DSA® ou de graphite 
polarisée à 0.50 V vs Ag/AgCl et celles en réduction avec une électrode d’acier inoxydable 
(254 SMO) polarisée à -0.50 V vs Ag/AgCl. Les électrodes sont polarisées pendant 24 h avant 
l’inoculation des bactéries. Le réacteur a été ensemencé (10% d’inoculum (v/v)) une fois le 
levain devenu limpide. En effet la solution de Fe(III)-NTA donne une couleur brune au milieu 
qui devient incolore lorsque tout le Fe(III) a été réduit en Fe(II) par les bactéries. De plus, des 
électrodes de contrôle, non-polarisées, ont également été disposées dans le réacteur.  
 
II.7.3. Voltammétries cycliques (VCs) 
 
 Les isolats aérobies issus des biofilms du terreau et les isolats marins ont été utilisés 
pour effectuer des voltammétries cycliques en suspension. La suspension de cellules 
bactériennes a été obtenue après les étapes suivantes : 
 - phase de culture : les isolats ont d’abord été cultivés en milieu liquide (50 mL) 
pendant 24 h à 30°C sous agitation magnétique (250 rpm) dans un milieu TSB (Tryptic Soy 
Broth, Sigma) pour les isolats des biofilms du terreau et dans un milieu MB (Marine Broth, 
Difco) pour les isolats marins.  
 - préparation des bactéries : 25 mL de culture ont ensuite été centrifugés (6000 rpm, 
10min, 4°C, Sigma 3K20). Le surnageant a été jeté, le culot a été récupéré et lavé 3 fois dans 
une solution tamponnée de NaH2PO4 à 0.1M (pH 7.5).  
 - obtention de la suspension bactérienne à tester : le culot a été resuspendu dans 5 mL 
de la solution tamponnée après la dernière centrifugation. La densité optique (DO) de cette 
suspension a été mesurée à 620 nm avec un spectrophotomètre UV-visible (Hitachi U2000). 
Les VCs ont été effectuées à température ambiante dans une cellule Metrohm de 100 mL à la 
vitesse de 100 mV/s. Le potentiel a été balayé en partant du potentiel libre vers les potentiels 
d’oxydation, entre -1.00 et 0.70 V/SCE avec l’électrode en carbone vitreux et entre -0.75 et 
0.40 V/SCE avec l’électrode en graphite pyrolytique.  
 
 Pendant les chronoampérométries réalisées avec les isolats anaérobies issus du terreau, 
des VCs ont été effectuées quotidiennement. Dans ce cas, la chronoampérométrie a été arrêtée 
le temps d’effectuer les balayages de potentiel. Deux cycles successifs à 10 mV/s puis à 2 
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mV/s ont été enregistrés. Le potentiel a été balayé de 0.50 V vs Ag/AgCl vers les potentiels 




II.8. Techniques microscopiques 
 
II.8.1. Microscopie à épifluorescence 
 
 Les biofilms développés sur les électrodes ont été colorés soit avec de l’acridine 
orange à 0.03 % soit avec du Syto 9 (molecular probes) pendant 10 min dans le noir. Les 
échantillons ont ensuite été rincés doucement à l’eau distillée et ont été laissés à sécher à l’air 
ambiant dans le noir. Ces deux colorants marquent la totalité des bactéries adhérées à la 
surface des électrodes.  
Deux types de microscopes ont été utilisés pour acquérir les images en épifluorescence : 
- un microscope Carl Zeiss Axiotech 100 avec un objectif 50x (sec) équipé d’une 
lampe à mercure HBO 50/ac (exciteur AP 450-490, réflecteur FT 510, filtre LP 
520) avec lequel les images ont été acquises avec une caméra digitale monochrome 
(Evolution VF) et traitées avec le logiciel Image-Pro Plus, 
- un système confocal laser SP2 disponible au pôle de biotechnologies végétales, 
IFR40 (Toulouse, France), équipé d’un microscope droit (Leica) avec un objectif 
40x à immersion eau (APO, O.N. 0.8). Un laser Argon émettant à 488 nm a été 
utilisé pour l’excitation des colorants. Les images ont été traitées avec le logiciel 
LCS Light (Leica). 
 
II.8.2. Microscopie électronique à balayage 
 
 Les observations au microscope électronique à balayage ont été effectuées au service 
analytique du Laboratoire de Génie Chimique avec un LEO 435 VP-Carl Zeiss SMT 
fonctionnant à 10 kV de tension d’accélération. Pour observer les bactéries adsorbées sur la 
surface des électrodes, l’échantillon a été préparé selon 4 étapes successives :  
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- fixation : une solution composée de 2 volumes de glutaraldéhyde à 4 % (w/v), 1 
volume de solution tamponnée de cacodylate de sodium à 0.4 M (pH 7.4) et 1 
volume d’eau distillée a été déposée sur l’échantillon pendant 20 min, 
- lavage : après avoir enlever la solution fixante, l’échantillon a été lavé deux fois 
durant 15 min avec une solution contenant 1 volume de cacodylate de sodium (0.1 
M, pH 7.4), 2 volumes de saccharose (0.4 M) et 1 volume d’eau distillée,  
- post-fixation : une solution contenant 2 volumes de tetroxyde d’osmium à 2 % 
(w/v), 1 volume de solution tamponnée de cacodylate de sodium à 0.4 M (pH 7.4) 
et 1 volume de saccharose (0.6 M) a été déposée sur l’échantillon pendant 20 min,  
- déshydratation : après avoir retiré la solution fixante, l’échantillon a été déshydraté 
à l’acétone avec successivement : une solution d’acétone à 50 % (v/v) pendant 5 
min, une solution d’acétone à 70 % (v/v) pendant 5 min, une solution d’acétone à 
100 % (v/v) pendant 30 min, une solution d’acétone et d’hexamethyldisilazane 
(50:50) jusqu’à évaporation totale.  
Les échantillons observés au microscope électronique à balayage sont recouverts d’une fine 
couche d’or pour garantir leur conductivité électrique. Un film d’or d’environ 10 nm est 
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III.1. Introduction 
 
 Une grande part de la recherche actuelle sur les biofilms électroactifs est dédiée à 
l’étude des interactions entre les bactéries et les surfaces conductrices. Paradoxalement, rares 
sont les travaux menés avec des bactéries directement isolées de biofilms électroactifs. Or 
l’état des connaissances présenté dans l’étude bibliographique montre que seuls trois milieux 
naturels ont été étudiés : les sédiments, les effluents et les boues de stations d’épuration. 
Etendre la recherche de biofilms électroactifs à d’autres environnements apparaît donc comme 
une étape essentielle pour la découverte de nouvelles bactéries électroactives. Le travail décrit 
dans ce chapitre s’attache à développer des biofilms électroactifs à partir d’environnements 
originaux qui n’ont pas fait l’objet d’études auparavant afin de profiter de la biodiversité 
abritée au sein de ces milieux. C’est la première étape d’un processus dont l’objectif à terme 
est d’identifier et d’isoler les bactéries constituant le biofilm électroactif. 
 
 Trois environnements ont été pris pour cible comme source potentielle de biofilms 
électroactifs : le terreau, des sols pollués et l’eau provenant de la mangrove guyanaise. 
Chacun de ces milieux présente des spécificités justifiant leur choix d’étude : 
- Le terreau, dont la composition est riche en matières organiques et en éléments 
divers tels que des sels minéraux, renferme une flore microbienne variée 
augmentant ainsi les possibilités de développer des biofilms électroactifs, 
- Les sols pollués contiennent des composés azotés et/ou des hydrocarbures dont les 
teneurs favorisent la sélection naturelle in situ des populations bactériennes. 
L’objectif est donc d’identifier des bactéries différentes de celles rencontrées dans 
un sol classique mais des bactéries également efficaces pour des applications de 
type bioremédiation de sols contaminés. Dans ce cadre, il a par exemple déjà été 
montré que des bactéries de la famille des Geobacteraceae étaient impliquées dans 
l’oxydation anaérobie d’hydrocarbures aromatiques dans des aquifères 
contaminées par des hydrocarbures de pétrole (Anderson et al., 1998 ; Anderson et 
al., 1999),  
- La mangrove est un écosystème particulier et original, riche en nutriments 
minéraux et organiques (limons), abritant une flore bactérienne spécifique. Elle se 
caractérise par une température élevée (16°C minimum) et par une forte salinité. 
En effet l’eau de la mangrove contient 2 à 3 fois plus de sel que l’eau de mer 
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(30g/L en moyenne). Cet environnement est donc susceptible de favoriser la 
détection de bactéries originales telles que des bactéries thermophiles ou 
osmotolérantes. 
 
 D’un point de vue technique, les biofilms électroactifs ont été formés en 
chronoampérométrie dans les trois environnements choisis. Deux types de biofilms ont été 
recherchés : d’une part, les biofilms anodiques dans le terreau et les sols pollués capables 
d’oxyder de la matière organique en CO2 ou plus généralement un composé réduit en un 
composé oxydé et d’autre part, les biofilms cathodiques dans l’eau de la mangrove capables 
de réduire l’oxygène en eau (Figure III.1). Dans les conditions d’oxydation, l’électrode est 
utilisée comme accepteur d’électrons alors qu’en réduction l’électrode est le donneur 
d’électrons. L’utilisation de cette méthode constitue une originalité supplémentaire par 
rapport aux travaux mentionnés dans la littérature qui privilégient les études en 
environnements naturels avec les PACs microbiennes. Aucune étude n’a été effectuée en 
chronoampérométrie pour la recherche de biofilms anodiques et seules deux publications la 
mentionnent pour la recherche de biofilms cathodiques dans les sédiments et l’eau de mer 
(Gregory et al., 2004 ; Bergel et al., 2005). Cette méthode présente les avantages de travailler 
avec un état de surface initial de l’électrode identique d’une expérience à l’autre et de ne pas 
limiter le transfert d’électrons puisque le potentiostat fournit ou prend les électrons 












Figure III.1. Schéma de fonctionnement d’un biofilm électroactif dans les conditions 
d’oxydation et de réduction. 
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Le transfert d’électrons entre les cellules bactériennes et l’électrode de travail est mesuré par 
un courant qui, en valeur absolue, augmente au cours du temps correspondant au 
développement du biofilm (Figure III.2). L’intensité enregistrée est exprimée en densité de 
courant qui ramène le courant par unité de surface (géométrique) de l’électrode. 
Dans le cadre du projet européen EA-Biofilms, deux critères ont été choisis pour évaluer 
l’électroactivité du biofilm : d’une part le courant initial doit être multiplié au moins par dix et 
d’autre part, ce courant doit rester stable pendant au moins 24 h consécutives. Dans le cas où 
ces conditions sont satisfaites, l’électrode correspondante est envoyée au Laboratoire 
d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère (LEMiR, CEA Cadarache, France) ou au 
Laboratoire de Microbiologie (Laboratorium voor Microbiologie, Université de Gand, 
Belgique). Le biofilm adhéré à sa surface est alors récupéré et conservé à -80 °C pour 











Figure III.2. Schéma de l’augmentation de l’intensité en valeur absolue avec le 
développement du biofilm (en rouge). 
 
 Les matériaux utilisés sont des électrodes DSA® (Dimensionally Stable Anode) en 
conditions d’oxydation et des électrodes d’acier inoxydable (type 254 SMO) en réduction.  
L’utilisation de l’électrode DSA® comme support à un biofilm électroactif n’a jamais été 
mentionnée dans la littérature, les précédents travaux utilisant des électrodes à base de 
graphite ou de carbone. Cette électrode a été choisie car elle est conçue spécialement pour 
avoir une activité électro-catalytique importante vis-à-vis des réactions d’oxydation mises en 
jeu notamment dans certains procédés industriels (Trasatti, 2000). Quant à l’acier inoxydable, 
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il a déjà prouvé son efficacité pour la catalyse de la réduction de l’oxygène par un biofilm 
développé dans l’eau de mer (Mollica et al., 1989; Bergel et al., 2005).  
 
 
III.2. Recherche de biofilms électroactifs dans le terreau 
 
III.2.1. Caractérisation préliminaire des biofilms électroactifs du terreau 
 
 Les premières expériences effectuées avec le terreau ont eu pour objectif d’étudier les 
paramètres influençant l’augmentation de courant et de démontrer qu’un biofilm adhéré sur la 
surface de l’électrode DSA® était à l’origine des phénomènes observés. Pour cela, 12 
expériences (notées I à XII) ont été effectuées dans le terreau sur une période d’un an. Les 
résultats obtenus sont rassemblés dans la publication intitulée "Forming electrochemically 
active biofilms from garden compost under chronoamperometry". Cette publication est 
présentée après un résumé des conclusions ressortant de l’étude. 
 
 Les biofilms électroactifs ont été détectés en chronoampérométrie avec une électrode 
DSA® plongée dans du terreau mélangé à une solution de NaCl 10 mM afin de garantir une 
bonne conduction ionique au sein du milieu. Cinq polarisations différentes ont été testées : 
0.10, 0.30, 0.40, 0.50 et 0.70 V/ECS. Les expériences ont toutes été réalisées à température 
ambiante.  
 Le nombre important d’expériences réalisées permet de distinguer deux aspects 
principaux. D’une part, le terreau s’est avéré être un environnement adapté au développement 
de biofilms électroactifs puisque des augmentations de courant ont été observées dans la 
majorité des cas (une seule expérience a donné une augmentation non significative de 
courant). Des densités de courant maximales de 51, 145, 24, 385 et 92 mA/m2 ont été 
obtenues pour les potentiels respectifs de 0.10, 0.30, 0.40, 0.50 et 0.70 V/SCE. D’autre part, 
une grande disparité dans les résultats a été observée. En effet, parmi tous les essais réalisés, 
pour des conditions identiques de travail mais pour des expériences effectuées à des moments 
différents, les résultats n’ont pas été reproductibles. Des différences ont notamment été notées 
sur les temps de latence et les densités de courant maximales. Ces phénomènes ont été 
attribués à la variabilité de la flore microbienne indigène du terreau, car avec trois électrodes 
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DSA® polarisées à 0.50 V/ECS et plongées dans le même réacteur, les évolutions de courant 
étaient absolument identiques.  
 L’influence de la valeur du potentiel imposée à l’électrode sur l’augmentation du 
courant a été plus particulièrement étudiée afin de définir les conditions optimales de 
formation d’un biofilm électroactif. Ainsi, il a été montré que le potentiel de 0.70 V/ECS ne 
garantissait pas la formation d’un biofilm électroactif. Pour preuve, deux 
chronoampérométries effectuées en parallèle à 0.50 et 0.70 V/ECS dans des réacteurs 
différents, avec le même terreau, dans des conditions opératoires identiques, ont montré une 
augmentation de courant pour l’électrode DSA® polarisée à 0.50 V/ECS et une augmentation 
non significative pour celle polarisée à 0.70 V/ECS. Par contre, lorsque le potentiel a été 
modifié de 0.70 à 0.50 V/ECS, la densité de courant a alors augmenté jusqu’à des valeurs 
comparables à celles obtenues pour l’électrode initialement polarisée à 0.50 V/ECS. Par 
ailleurs, trois DSA® polarisées à 0.30, 0.50 et 0.70 V/ECS et plongées dans un réacteur 
commun ont donné des courbes d’allure similaire mais avec des valeurs de densité de courant 
différentes. Les valeurs maximales ont été obtenues le même jour pour les trois électrodes 
avec 145, 128 et 92 mA/m2 pour les potentiels respectifs de 0.30; 0.50 et 0.70 V/ECS.  
 Dans une moindre mesure, il a été constaté que la température influençait l’évolution 
du courant. Les expériences ont été réalisées à température ambiante mais l’effet des 
variations de température entre le jour et la nuit s’est traduit par des oscillations de courant 
dont la période était de 24h. 
 Finalement plusieurs éléments ont été relevés confortant l’hypothèse que les 
augmentations de courant avaient une origine microbienne : 
- l’influence de la température sur l’évolution du courant précédemment 
mentionnée, 
- aucune augmentation de courant n’a été enregistrée lors de chronoampérométries 
témoin réalisées à 0.10, 0.40, 0.50 et 0.70 V/SCE dans du terreau stérilisé par 
autoclavage, 
- des observations réalisées au microscope confocal ont montré un biofilm 
colonisant l’électrode de DSA® après plusieurs jours d’expérience, 
- il a été possible de faire une analogie entre l’augmentation de courant et la 
croissance microbienne. En effet, l’augmentation de la densité de courant 
correspondait au développement du biofilm avec trois phases distinctes : une phase 
de latence correspondant à la première phase d’adhésion des bactéries et où le 
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courant est resté proche de 0, une phase d’augmentation du courant correspondant 
à la phase active de croissance du biofilm et une phase où le courant a atteint sa 
valeur maximale puis s’est stabilisé autour de cette valeur ou a diminué à cause de 
la consommation du substrat autour de l’électrode. Cette analogie entre courant et 
croissance microbienne a été caractérisée par le calcul du taux de croissance 
spécifique µ pendant la phase active de croissance du biofilm à partir de la relation 
dI/dt = μI pour trois électrodes DSA® polarisés à 0.30; 0.50 et 0.70 V/ECS et 
plongées dans le même bac de terreau.  
 
 En conclusion, on peut retenir que le terreau est une source intéressante de biofilms 
électroactifs. En effet, les densités de courant ont été obtenues à partir de la seule matière 
organique contenue dans le terreau en tant que substrat pour les bactéries électroactives. Cette 
étude a donc naturellement conduit à des travaux plus approfondis afin d’améliorer les 
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Forming electrochemically active biofilms from 
garden compost under chronoamperometry 
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Dimensionally stable anodes (DSA) were polarized at different constant potential values for 
several days in garden compost. After an initial lag period ranging from 1 to 10.5 days, the 
current increased fast and then stabilized for days. Current densities higher than 100 mA m-2 
and up to 385 mA m-2 were obtained with the sole organic matter contained in compost as 
substrate. Control experiments performed with sterilized compost, oscillations of the current 
with the temperature, kinetics of the exponential phase of current increase and observations of 
the surface of electrodes by epifluorescence microscopy showed that the current was 
controlled by the colonization of the electrode surface by a biofilm which originated the 
indigenous flora of compost. Three individually addressed electrodes polarized at different 
potentials in the same reactor led to identical current evolutions on each electrode, which 
underlined the key role of the microbial flora of the compost in the discrepancy observed in 
the other experiments. Chronoamperometry revealed a promising technique to check natural 
environments for new electrochemically active microbial species. 
 
Keywords. Electrochemically active biofilm, Biofilm electrochemistry, Compost, 
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1. Introduction 
 
It has been recently demonstrated that several microorganisms have the ability to form 
efficient electro-catalytic biofilms on electrode surfaces. In several cases the electro-catalytic 
properties of biofilms have been clearly related to the presence of some strains that are able to 
exchange electrons with the electrode either directly (Geobacter sulfurreducens, Rhodoferax 
ferrireducens e.g.) or through natural electron mediators (Shewanella spp., Geothrix 
fermentans e.g.) (Lovley, 2006). Nevertheless, most studies deal with complex microbial 
consortia, which are implemented in microbial fuel cells (MFCs). MFCs have been set-up in 
natural sites such as marine or freshwater sediments (Holmes et al., 2004 and Tender et al., 
2002) or in laboratories with inoculums coming from a wide range of different microbially-
rich environments: anaerobic sewage sludge (He et al., 2005 and Jong et al., 2005), activated 
sludge, (Kim et al., 2004 and Rabaey et al., 2004), industrial and domestic effluents 
(Heilmann and Logan, 2006 and Logan, 2005), and animal waste (Min et al., 2005). At the 
moment natural soils have not been studied as a potential source of electrochemically active 
microorganisms yet, but it has been reported that heat treated soils could be used successfully 
as a source of spore forming bacteria that produce hydrogen (Niessen et al., 2006 and 
Rosenbaum et al., 2006).  
The purpose of this work was to propose a chronoamperometry procedure suited for 
identifying electrochemically active biofilms in natural environments. Until now 
chronoamperometry has been implemented only very rarely to investigate natural 
environments, although it should avoid any disturbance and artefact due to the second 
electrode or the internal resistance of the set-up, as may be the case with microbial fuel cells. 
As microbial biofilms are involved in many biogeochemical cycling of metals (Fe, Mn, trace 
metals) it was expected that compost would constitute a promising environment for 
investigation. Moreover a preliminary study by our group has suggested that garden compost 
may be a pertinent environment in which to find electrochemically active biofilms (Dulon et 
al., 2007). Experiments were run under well-controlled electrochemical conditions, by 
imposing a constant anodic potential through a traditional three electrodes system. Most 
previous studies have been carried out with graphite and carbon anodes, with differing 
morphologies (cloths, foams…) and sometimes modified with catalytic compounds. Here, 
dimensionally stable anode (DSA) electrodes were used. This kind of electrode made of 
titanium covered by iridium and tantalum oxides has been designed to ensure high electro-
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catalytic activity (Trasatti, 2000), and they have proved very efficient in many industrial 
oxidation processes (Comninellis and Nerini, 1995, de Andrade et al., 1998 and Menini et al., 
2005). Because of their rough surface and their optimal electro-catalytic properties it was 





2.1. Chemicals and materials.  
The compost for biological cultivation (Eco-Terre) was purchased from a garden centre. 2L of 
a sodium chloride NaCl 10 mM (S-9625, Sigma) solution were mixed with compost to obtain 
a 3L final working volume. The temperature in the reactor was measured with a PT100 
temperature sensor (Sofraico), the oxygen concentration with a Mettler-Toledo Ingold InPro 
6800 O2 sensor (detection limit 6 ppb) and pH with a Radiometer Analytical PHM210 
standard pH Meter. All measurements were carried out at room temperature. Control 
experiments were performed in compost sterilized by 20-minute autoclaving at 121°C.  
 
2.2. Electrochemical measurements  
A conventional three-electrode system was implemented with a multi-potentiostat (VMP2 
Bio-Logic SA) interfaced to a computer (software EC-Lab v.8.3, Bio-Logic SA). The working 
electrode was a 10×2.5×0.1 cm Dimensionally Stable Anode electrode (DSA®, Electro 
Chemical Service) with a 20 cm2 working surface area. 8 cm of the DSA were embedded 
vertically in the compost and 2 cm were above the level of the compost and connected with a 
flat alligator clip. Before each experiment, the electrode was cleaned by 5-hour galvanostatic 
electrolysis at 20 mA cm-2 in a 0.1 M sulphuric acid solution. The counter electrode was a 35 
cm2 surface area graphite rod (Alfa Aesar, stock#10134). All potentials were monitored 
against a saturated calomel standard reference electrode (Radiometer Analytical, TR100) 
protected with a second porous frit. For experiments carried out with three DSA electrodes in 
the same compost reactor, a system was used which made it possible to individually address 
three working electrodes with respect to one reference electrode and one counter electrode 
(Bio-Logic SA).  
For control experiments, electrodes were cleaned with ethanol and rinsed with distilled water. 
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3.1. Current generation in compost.  
The general procedure used here for the formation and detection of electrochemically active 
biofilms consisted in chronoamperometry at constant potential. A constant potential value was 
imposed for days to DSA electrodes (surface area 20 cm2) dipped in compost mixed with a 10 
mM NaCl solution and the current evolution was monitored as a function of time. 12 
experiments were spread over a period of one year with different batches of the same brand of 
compost (Table 1). Chronoamperometries were performed either with only one working 
electrode in 3L reactors (experiments I to IV and VII to XII in Table 1), or with working 
electrodes set-up in 10L reactors and electrically individually addressed (experiments V to 
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Table 1. Current density characteristics determined from 12 chronoamperometries achieved 












density (mA m-2) ; 
Date of maximal 
current (day) 
Average value at 
stable state (mA m-2) 
; Duration of 
stabilization (days) 
I 0.10 5 51 ; 17 49; 10 
II 0.40 6 24 ; 12.5 21; 7 
III 0.50 4 62 ; 19 52; 6.5 
IV 0.70 5 70 ; 17 66; 4 
electrode 1 0.50 3 105 ; 9 67 ; 4.5 
electrode 2 0.50 3 106 ; 9 68 ; 4.5 V 
electrode 3 0.50 3 106 ; 9 68 ; 4.5 
electrode 1 0.10 4 17 ;13 no stabilization 
electrode 2 0.50 4 19 ;13 no stabilization VI 
electrode 3 0.50 4 19 ;13 no stabilization 
electrode 1 0.30 10 145 ;13.5 129 ; 2 
electrode 2 0.50 10 128 ;13.5 114 ; 2 VII 
electrode 3 0.70 10 92 ;15.5 88 ; 2 
VIII 0.50 4 385 ; 9 229 ; 9 
IX 0.50 1 53 ; 3 36 ; 2.5 
X 0.70 no significant increase 
XI 0.50 5 62 ; 10 59 ; 2 
XII 0.70 8 76 ; 18 
electrode removed 
before stabilization 
Experiments V to VII were performed with 3 electrodes in the same reactor 
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The figure 1 shows four chronoamperometries characterizing the current density increase 









Fig. 1. Current density plotted against time for 4 DSA electrodes polarized at 0.10; 0.40; 0.50 
and 0.70 V/SCE (curves a to d respectively) in 4 different reactors containing compost and 
NaCl 10mM (experiments I to IV).  
 
 
The typical pattern of the current evolution remained unchanged whatever the potential value, 
with 3 successive steps: a lag period for around 5 days, a rapid increase and a stabilization 
phase, which could go on for 10 days. Five parameters were listed to describe the current 
density evolution (Table 1). The current density was considered to start to increase when it 
rose to more than 1 mA m-2 in 1 day (Dstart in column 3). Column 4 gives the maximal current 
density reached and the corresponding date. The average value of current density at final 
plateau and the total duration of the stabilization period are reported in column 5. The 
parameter Dstart varied within a range of 1 to 10.5 days, but all experiments led to significant 
current increase. Maximal current density was on average around 105 mA m-2 for the 10 
electrodes polarized at 0.50V/SCE, and it went up to 385 mA m-2 (experiment VIII). The 
stabilization phase presented quite different features. In some cases current remained close to 
the maximal value for days, while it sometimes decreased continuously from the maximal 
value (experiment VI). The variation in the compost batches and in operating conditions 
certainly explains these discrepancies. It is important to note that 3 the electrodes dipped in a 
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single reactor and independently polarized at 0.50 V/SCE (experiment V) showed exactly the 
same evolution and gave equal values of current and Dstart, showing that the environmental 
conditions (composition of the compost, organic matter available, indigenous flora, 
temperature and hygrometry during the experiments, etc.) controlled the current increase to a 
large extent.  
The pH of the environment was initially 7.7 and dropped to 7.4 after the current increase. 
After 1 day, the value of the concentration of oxygen in the reactor was inferior to the 
detection threshold of the sensor (6 ppb). The compost was hence considered as an anaerobic 
environment. At the end of current increase, epifluorescent microscopy images showed that 
the electrode surface was fully covered by a biofilm composed by bacteria which formed 
colonies spread all over the electrode (data not shown). A temperature sensor put in the 
compost in experiment VI revealed a complete correspondence between the temperature 
oscillations and those of the current density (Fig. 2). The oscillations that were often observed 











Fig. 2. Temperature and current density evolution plotted against time in a reactor containing 
compost and a DSA electrode polarized at 0.50 V/SCE (experiment VI). The Y-axis on the 
left represents the current density in mA m-2 (curve down) and the Y-axis on the right 
represents the temperature in Celsius degrees (curve up).  
 
 
Four independent control experiments were performed at 0.10, 0.40, 0.50, 0.70 V/SCE (Fig. 
3) with compost which was preliminary sterilized by autoclaving. A low reduction current 
was observed at 0.10 V/SCE while oxidation occurred at more positive potential values (inset 
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in Fig. 3), but the current density dropped close to zero in two days. No current was then 
obtained even after 10 days whatever the polarization. The presence of the indigenous flora 













Fig. 3. Current density evolution plotted against time with a DSA electrode polarized at 0.50 
V/SCE embedded in sterilized compost. Inset gives the beginning of the control experiments, 
before current density reached 0 mA m-2, for polarization values of 0.10 V/SCE (curve a), 
0.40 V/SCE (curve b), and 0.70 V/SCE (curve c). 
 
 
3.2. Influence of polarization.  
In order to avoid the discrepancies due to the different compost batches, the influence of 
polarization on the current increase was studied with three working electrodes individually 
addressed in a single 10 L reactor (experiment VII) and polarized at 0.70, 0.50 and 0.30 
V/SCE. For the three electrodes there was an identical initial lag phase of 10 days and then 
the current increased from the 10th to the 13th day. Stabilization occurred during the last two 
days (Fig. 4). The general shape of the curves was similar for the three electrodes. The 
potential value actually had only a significant effect on the final current density values: on 
average 129, 114 and 88 mA m-2 at the stable plateau for 0.30, 0.50 and 0.70 V/SCE 
respectively (these average values are different from the values given in Table 1 that reports 
the maximum values).  
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Fig. 4. Current density plotted against time from current recorded with 3 individually 
addressed DSA electrodes dipped in the same compost reactor. Curves 1 to 3: imposed 
potential values were 0.30; 0.50 and 0.70 V/SCE respectively (experiment VII). 
 
As seen in Table 1, the polarization performed at 0.50 V/SCE provided the most reproducible 
values of current density, whereas polarizations at 0.70 V/SCE did not supply higher currents 
or were sometimes found to produce lower or slower current increase. Experiments IX and X 
were run in parallel at the same time with the same batch of compost, but in two independent 
reactors. In experiment X the DSA polarized first at 0.70 V/SCE during 8 days gave a weak 
current density (Fig. 5). Then, when the potential value was switched to 0.50 V/SCE (arrow 
on Fig. 5), the current density increased for more than 8 days and reached 60 mA m-2 only 15 










Fig. 5. Effect of polarization on current density evolution. Curve 1 (experiment X) the 
imposed potential initially set to 0.70 V/SCE was switched to 0.50 V/SCE at day 7 (arrow). 
Curve 2 (experiment IX) the imposed potential was 0.50 V/SCE from the beginning. Both 
experiments were performed concurrently in two different reactors. 
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On the contrary, in experiment IX the electrode initially polarized at 0.50 V/SCE showed a 
fast current increase from the first day to around 50 mA m-2 on day 3. This confirmed that the 
potential value of 0.50 V/SCE favoured the formation of electrochemically active biofilm 





The general trend of current evolution recorded with DSA electrodes polarized in compost 
was coherent with the four-phase pattern growth that is characteristic of the formation of a 
bacterial biofilm (Costerton et al., 1999 and Watnick and Kolter, 2000). The initial lag phase 
of 1 to 10.5 days (Table 1) was consistent with the first phase of bacteria approach and 
attachment to the electrode surface. During this period, the bacteria were adapting to the 
sessile conditions at the surface and to the local physicochemical conditions induced by 
polarization. The compactness of the medium and certainly local heterogeneity in 
composition and bacterial contents may explain the difference in length of this step. In 
microbial fuel cells, biofilm formation has often been reported to be longer, between 6 to 15 
days (Chaudhuri and Lovley, 2003, Jang et al., 2004 and Liu et al., 2005), therefore the 
compost may be the source of microorganisms that are able to adapt pretty fast to the anode 
conditions. A transient peak often appeared during the initial lag phase (easily visible in Fig. 1 
between days 1 and 4, or in Fig. 4 before day 2, for instance) when the compost turned 
anaerobic. This peak might be therefore due to the oxidation of some compounds produced by 
the anaerobic bacterial metabolism, in the same manner that sulphide compounds resulting 
from the sulphate reducing bacteria metabolism are oxidized in sediments.  
The current increase that followed the lag period corresponded to the active growth phase of 
the biofilm and a stationary phase occurred when the surface coverage was maximal or the 
nutrient supply became limiting. The experiments did not last long enough to enter the fourth 
phase of biofilm decline, but the final slow current decrease was more likely due to substrate 
depletion. For instance, the current decrease of a few tenths of milliamps that was generally 
observed during one day just after reaching the maximal value may express the slow depletion 
of substrate in the vicinity of the electrode surface (Fig. 4 and 5). It is consistent with what 
was previously observed when the addition of acetate (10 mM) to compost as a 
supplementary nutrient caused a rapid rise of the current density (Dulon et al., 2007)  
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The microbial origin of the catalysis was confirmed by the control experiments performed 
after compost autoclaving, which did not result in current increase whatever the polarization 
value. The weak current observed at the beginning of the polarization, which decreased 
quickly (Fig. 3), may be due to the formation by autoclaving of a compound that directly 
reduced on the DSA at 0.10 V/SCE (negative current, see curve a in inset of Fig.3) and 
oxidized at higher potential values (positive current, see curves b and c in inset of Fig.3). This 
was similar to what has previously been observed in autoclaved aquatic sediments with 
graphite anodes where current has been measured during the first hours of polarization 
(Holmes et al., 2004).  
The small circadian oscillations of the current (Fig. 2) have also been observed with 
electrochemically active biofilms formed from drinking water on platinum micro-electrodes 
(Dulon et al., 2007). It perfectly correlated with the high influence of the temperature on 
microbial metabolisms. All these observations confirmed that the electrochemical process was 
controlled by the microbial activity of the biofilms formed from the indigenous flora of 
compost. The biofilm revealed itself able to oxidize organic compounds present in compost 
and to transfer the electrons to the DSA electrode.  
Considering all experiments, it appeared that polarization at 0.70 V/SCE gave smaller 
currents (experiment VII) or longer initial lag phase (experiment X). It may be speculative to 
compare other experiments that were not achieved simultaneously and with exactly the same 
compost batch, as the dispersion due to environmental conditions does not allow to drawn 
firm conclusions on the effect of potential. Nevertheless, the results obtained at 0.70V/SCE 
were never significantly better than at 0.50V/SCE and appeared less reproducible. Optimal 
conditions to be sure to form an electrochemically active biofilm were hence to impose a 
potential around 0.50 V/SCE. Similarly, it has already been demonstrated that the polarization 
of gold electrodes influenced the morphology and the biofilm structure of Pseudomonas 
fluorescens which developed on their surface (Busalmen and de Sànchez, 2005). In this case 
there was no electron transfer between electrode and bacteria, but it was observed that the 
biofilm developed at 0.50 V vs Ag/AgCl following the same phases as observed here in 
compost: a lag phase during 30 to 40 min followed by exponential growth. On the contrary, 
polarization at 0.80 V vs Ag/AgCl stopped the biofilm development.  
For further considerations on polarization influence, it was supposed that the current I is 
proportional to the biofilm growth. In these conditions the traditional microbial growth 
equation: 
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 dX/dt = μ  X 
where X represents the biomass concentration and µ the specific growth rate, can be 
expressed through the current I: 
  dI/dt = μ  I 
The specific growth rate μ (d-1) was calculated from the current obtained with the 3 electrodes 
polarized at 0.30, 0.50 and 0.70 V/SCE in the same reactor in order to avoid the discrepancies 
due to the different compost batches (experiment VII). Plotting the logarithm of current 
density against time for the increasing phase (starting around day 10 for 0.30 and 0.50 V/SCE 
and day 11 for 0.70 V/SCE) gave μ = 1.2 d-1 (straight line a in Fig. 6) for the potential values 
0.30 and 0.50 V/SCE, while polarization at 0.70 V/SCE led to μ = 0.8 d-1. These values are 
fully coherent with traditional bacterial growth rates (Bailey and Ollis, 1986). 
Electrochemically active biofilms formed on graphite anodes polarized at 0.20 V vs. Ag/AgCl 
from pure culture of Geobacter sulfurreducens have also shown specific growth rate around 
0.96 d-1 during their exponential increasing phase (Bond and Lovley, 2003). As observed in 
traditional microbial cultures, the curve derived from the linear regression due to nutrient 
limitation. A common value μ = 0.4 d-1 fitted this nutrient-deprived phase, whatever the 
potential value imposed to the electrode (straight line b in Fig. 6). It may be concluded that 
the growth phase of the electrochemically active biofilms revealed to be fully controlled by 
biochemical parameters and to be independent of the potential as long as too high value (0.70 










Fig. 6. Calculation of the specific growth rate coefficient μ for 3 DSA electrodes in the same 
reactor (experiment VII) and polarized at Curve 1: 0.30 V/SCE; Curve 2: 0.50 V/SCE; Curve 
3: 0.70 V/SCE. Dotted straight lines indicate the linear regression curves. 
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The current densities often higher than 100 mA m-2 and up to 385 mA m-2 obtained without 
any addition of substrate in the compost were among the highest values reported previously 
for compact media. Current density of 34 mA m-2 (Holmes et al., 2004) have been obtained 
with three different sediment types in laboratory MFC, and values around 40 mA m-2 
(Ryckelynck et al., 2005) and 100 mA m-2 (Tender et al., 2002) have been reached with 
graphite electrodes embedded in situ in marine sediments. Obviously, higher current densities 
have been obtained in liquid media. Chronoamperometry performed with graphite electrodes 
in pure cultures of microorganisms isolated from sediments have given a large range of results 
such as 165 mA m-2 with Desulfuromonas acetoxidans, 268 mA m-2 with Geobacter 
metallireducens (Bond et al., 2002) and even 1143 mA m-2 with Geobacter sulfurreducens 
(Bond and Lovley, 2003). Actually, it seems that some of the highest current densities, higher 
than 16 A m-2 (Niessen et al., 2006) or 30 A m-2 (Rosenbaum et al., 2006), have been 
achieved with spore forming bacteria coming from heat treated compost. Heat treatment was a 
way to select hydrogen producing microorganisms that were then used in solution. The 
hydrogen produced in solution was oxidized abiotically on platinum or tungsten carbide 
anodes. The principle of the fuel cell was therefore basically different from work presented 




5. Conclusion  
 
This study confirms that soils are an interesting and easy-to-handle source of 
electrochemically active microorganisms which is “available everywhere, free of charge” 
(Niessen et al., 2006). Work is now in progress to identify and isolate the predominant 
bacterial species that form the most efficient biofilms. It should be noted that none of the 18 
chronoamperometry experiments failed in forming electrochemically active biofilms. 
Chronoamperometry can be considered as a promising tool to drawn new electrochemically 
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 Certaines observations ont été mentionnées dans la publication mais n’y sont pas 
illustrées. Ainsi, pour compléter les résultats précédemment décrits, la figure III.3. montre la 
surface de l’électrode DSA® propre (Figure III.3A) et colonisée par un biofilm formé dans le 
terreau (Figures III.3B à D). La structure irrégulière et rugueuse de ce matériau peut faciliter 
l’adhésion des bactéries. En effet, de nombreuses études ont montré que la rugosité des 
surfaces était un paramètre majeur favorisant l’adhésion des bactéries (Verran et Whitehead, 
2005 ; Sreekumari et al., 2005 ; Barbour et al., 2007). Par ailleurs, les nombreuses 
observations microscopiques des biofilms matures développés sur les électrodes DSA® 
enfouies dans le terreau ont montré qu’en général les bactéries sont réparties de façon 
homogène sur toute la surface de l’électrode avec quelques amas de taille moyenne (Figure 
III.3B). Cependant des zones constituées d’amas plus importants ont pu parfois être observées 
(Figure III.3C). Lorsque le biofilm était peu épais, il a été possible de distinguer les bactéries 


















Figure III.3. A : surface d’une électrode de DSA® propre (microscopie confocale en auto-
réflexion), B à D : biofilm développé dans le terreau sur une électrode de DSA® polarisée à 
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0.50 V/ECS pendant 15 jours (microscopie confocale à épifluorescence, marquage acridine 
orange).  
 Une deuxième figure (Figure III.4) illustre la valeur maximale de densité de courant de 
385 mA/m2 obtenue dans le terreau (expérience VIII) avec une DSA® polarisée à 0.50 V/ECS. 
Ce résultat n’a pas été reproduit, mais cette expérience a apporté une preuve supplémentaire 
de l’influence de la concentration en substrat sur la densité de courant. En effet la diffusion 
limitante du substrat à l’électrode a été mise en évidence à partir du jour 15 par la diminution 
du courant due à la consommation du substrat au voisinage de l’électrode. De plus, aux jours 
8 et 10.5, le fait de mélanger le terreau a provoqué une augmentation de la densité de courant 
(flèches 2 et 3 sur la figure III.4). Par contre le premier mélange n’a pas eu d’influence sur la 
densité de courant car le substrat était encore présent en quantité suffisante pour les bactéries 










Figure III.4. Chronoampérométrie à 0.50 V/ECS (DSA®) effectuée dans le terreau. Les 
flèches indiquent que le milieu a été mélangé. 
 
Hormis les observations sur la diffusion limitante de substrat, cette courbe présente des 
caractéristiques similaires aux chronoampérométries décrites dans la publication : 
- les différentes étapes décrites par la densité de courant correspondant au 
développement du biofilm électroactif ont été observées, avec une période de 
latence de 3.5 jours, une phase d’augmentation du courant pendant 3 jours 
correspondant à la phase active de croissance du biofilm puis une stabilisation 
pendant plus de 8 jours autour de 225 mA/m2 lorsque le biofilm est mature, 
- les oscillations dues au rythme journalier des fluctuations de la température ont été 
visibles sur la dernière partie de la courbe (entre les jours 15 et 20). 
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III.2.2. Amélioration des densités de courant obtenues dans le terreau 
 
 Avant de passer à l’étape d’isolement et d’identification des bactéries des biofilms 
électroactifs formés dans le terreau, des expériences ont été menées afin d’obtenir des 
biofilms où la population microbienne aura été enrichie en bactéries électroactives. Dans ce 
but, une solution d’acétate (10 mM) a été ajoutée dans le terreau. Il a en effet été 
préalablement montré que l’utilisation de l’acétate pour alimenter une PAC microbienne 
inoculée avec des boues activées permettait de sélectionner les bactéries capables d’oxyder 
l’acétate dans le biofilm adhéré sur l’anode (Lee et al., 2003).  
Des chronoampérométries supplémentaires ont donc été réalisées avec des électrodes DSA® 
enfouies dans le terreau mélangé à une solution d’acétate et polarisée à 0.50 V/ECS, l’étude 
préliminaire ayant montré la formation de biofilms électroactifs efficaces à ce potentiel. Les 
résultats obtenus sont rassemblés dans la publication intitulée "Acetate to enhance 
electrochemical activity of biofilms from garden compost".  
 
 L’addition d’acétate dans le terreau a eu l’effet attendu puisque les densités de courant 
obtenues dans cette étude ont été sensiblement supérieures à celles précédemment observées. 
Dans un premier temps l’acétate a été ajouté au milieu après le début de la 
chronoampérométrie, lorsque l’électrode était déjà colonisée par un biofilm, provoquant une 
augmentation rapide de la densité de courant. En 1 à 2 jours, des augmentations de 62 à 260 
mA/m2, de 5 à 279 mA/m2 et de 300 à 619 mA/m2 ont été visibles. Dans un deuxième temps, 
la solution d’acétate a été mélangée au terreau dès le début de l’expérience. Dans ce cas, la 
densité de courant a atteint une valeur maximale de 545 mA/m2. L’ajout d’un substrat 
supplémentaire dans le terreau a donc permis de former un biofilm électroactif répondant aux 
critères nécessaires aux analyses microbiologiques ultérieures. 
 Ces travaux ont également permis d’étudier plus avant les mécanismes du transfert 
d’électrons entre les bactéries du biofilm et l’électrode. Il a été montré que le transfert 
d’électrons entre les bactéries et l’électrode était certainement de type direct, assuré par des 
composés présents sur la membrane des bactéries. De plus, basé sur des résultats obtenus à 
partir d’observations microscopiques et sur l’utilisation en parallèle de deux techniques 
électrochimiques, la chronoampérométrie et la voltammétrie cyclique, un schéma a été établi 
décrivant les transferts électroniques mis en jeu. Plusieurs aspects ont été mis en évidence : 
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- les courants enregistrés en chronoampérométrie dépendent fortement du transfert 
de masse du substrat (acétate) vers le biofilm, 
- les courants enregistrés en chronoampérométrie traduisent l’efficacité du 
métabolisme bactérien ; par conséquent la concentration en acétate a un effet direct 
sur la vitesse de transfert des électrons entre les bactéries et l’électrode, 
- les courants enregistrés en voltammétrie cyclique ne sont pas affectés par la 
concentration en acétate ; ils reflètent simplement le transfert rapide des électrons 
entre les bactéries et l’électrode. 
 
 Les travaux présentés dans cette deuxième publication ont donc permis de définir les 
conditions optimales de formation d’un biofilm électroactif dans le terreau et d’effectuer une 
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Dimensionally stable anodes embedded in garden compost and maintained under constant 
polarization at 0.50 V/SCE for several days progressively became covered by a microbial 
biofilm that gave them the capability to oxidize the organic matter contained in the compost. 
The effect of acetate supply on the electrochemical activity of biofilms was investigated either 
by adding acetate after biofilm formation or mixing it into the compost initially. Addition of 
acetate allowed the current density values to increase up to 545 mA/m2. Six individually 
monitored electrodes set up in the same reactor showed very good reproducibility, indicating 
that discrepancies observed between the different experiments were mainly due the different 
batches of compost. A numerical treatment of the epifluorescent microscopy pictures allowed 
the biofilm coverage ratios to be assessed. Comparing the variations of current density during 
chronoamperometry with the biofilm surface coverage ratios and with the current obtained by 
cyclic voltammetry led us to propose a mechanism based on two different steps that 
corresponded to different time-scales: slow acetate oxidation through the cell metabolism and 
fast electron transfer between the cell and the electrode surface. 
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1. Introduction 
 
Electrochemically active biofilms that develop on the anodes of microbial fuel cells (MFCs) 
have recently revealed their crucial role in the efficiency of these systems [1, 2]. They have 
been shown to be able to oxidize various substrates under anaerobic conditions, directly 
transferring electrons to the anode. Acetate is commonly used as a nutrient for anaerobic 
bacteria [3-7] and, in particular, to grow anaerobic active consortia in MFCs [8-13]. It has 
been shown to be a more efficient electron donor than butyrate, glucose, starch or dextran, 
since it supplies the largest power and current densities in the MFCs [8], [9]. Acetate also 
leads to high coulombic efficiency, i.e. high conversion of acetate to electrons supplied to the 
external system, ranging from 65 to 92% [8, 12]. In most cases the acetate is completely 
oxidized to CO2, yielding 8 electrons to the anode [5-8, 10]: 
−+−− ++→+ eHHCOOHCOOCH 8924 323   (1) 
Acetate has been reported to have an impact on the composition of the microbial community 
attached to anodes of MFCs [14]. Feeding an MFC with acetate has been found to enrich the 
biofilm formed on the anode surface in electrochemically active bacteria, which come from 
the activated sludge used as the inoculum [10]. 
Our previous studies have shown that compost is a suitable environment for providing a 
source of electrochemically active biofilms able to oxidize organic compounds contained in 
the compost and transfer electrons to a Dimensionally Stable Anode (DSA) electrode [15], 
[16]. DSA electrodes were chosen because of the high catalytic efficiency, mechanical 
properties and long-term stability they show in many oxidation processes on the industrial 
scale, and the promising opportunity they would thus offer to scale up very fast to large scale 
MFC pilots [17]. In a previous study, DSA electrodes were directly embedded in compost and 
polarized for some days at potential values in the range of 0.10 to 0.70 V/SCE. The current 
increase observed after a few days corresponded to the development of an electrochemically 
active biofilm on the electrode surfaces, which gave them the ability to oxidize the organic 
matter contained in compost. At 0.50 V/SCE, current densities varied within a range of 19 to 
385 mA/m2 depending on the compost batches and operating conditions [16].  
In this paper, acetate was supplied to compost in order to increase the efficiency of the 
electrochemically active biofilm developed on DSA electrodes polarized at 0.50 V/SCE. It 
was used as an electron donor additional to the organic matter already present in the compost 
in order to encourage the biofilm growth and to define the most favourable conditions of 
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biofilm formation for subsequent isolation of bacteria. In parallel with chronoamperometry, 
cyclic voltammetry was performed at different steps of the biofilm development with the 
objective of better understanding the mechanism of electron transfer and to look for a 





2.1. Compost and chemicals 
Garden compost (Eco-Terre) was purchased from a garden center in a 40 L bag and stored in 
the laboratory at ambient temperature. It was mixed with a 10 mM NaCl solution in the 
proportion of 2 volumes of compost to 3 volumes of NaCl solution. Sodium acetate solution 
was either mixed with the NaCl solution at a concentration of 10 mM or added to compost 
during the experiment. For control experiments, the compost was sterilized either by 20-
minute autoclaving at 121°C or by γ-ray irradiation (Cobalt 60 irradiator, 40 kGy for 12 h, 
"CIGAL" cell, CEA Cadarache, France). NaCl and acetate solutions were also sterilized by 
20-minute autoclaving.   
 
2.2. Electrochemical instrumentation and set-up 
Experiments were performed under potentiostatic control (chronoamperometry) using a three-
electrode set-up consisting of a DSA (Dimensionally Stable Anode) as the working electrode, 
a saturated calomel reference electrode (SCE) and a graphite rod as the counter electrode. The 
experiments were conducted at 0.50 V/SCE with a multipotentiostat (VMP2 Bio-Logic SA, 
Software EC-Lab v.8.3, Bio-Logic SA). When mentioned, an N’Stat was used to allow 
individual polarization of several working electrodes with respect to the same reference and 
counter electrodes. All experiments were carried out at room temperature.  
 
2.3. Working electrode materials and preparation 
The Dimensionally Stable Anode (DSA) electrodes (2.5 ¯ 10 mm, 0.5 mm thickness) were 
made of titanium coated with iridium and tantalum oxides. The working surface area was 
either 20 cm2 when the electrode was set vertically in the compost and connected with a flat 
alligator clip, or 25 cm2 when the electrode was completely embedded horizontally in the 
compost and connected with a titanium rod. Before each experiment, the DSA electrodes were 
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cleaned by 5-hour galvanostatic electrolysis at 20 mA/cm2 in a 0.1 M sulphuric acid solution. 
When indicated, the biofilm was removed from the electrode surface with a paper wetted with 
ethanol; the electrode was then rinsed for 10 min with distilled water. 
 
2.4. Microscopy and image analysis 
The biofilms were stained with acridine orange (0.03%, A6014, Sigma) for 10 min. The 
samples were left to dry in ambient air and observed using a 50 x lens on a Carl Zeiss 
Axiotech 100 microscope equipped for epifluorescence with an HBO 50/ac mercury light 
source and the Zeiss 09 filter (excitor AP 450-490, reflector FT 510, barrier filter LP 520). 
Images were acquired with a monochrome digital camera (Evolution VF) and processed with 
the Image-Pro Plus v.5 software. Images were analysed by grey scale interpretation in order to 
calculate the proportion of the electrode surface covered by the biofilm (Fig. 1A). The grey 
intensity threshold between the areas covered by the biofilm and the non-covered areas was 
set manually. Grey levels greater than the threshold value were considered as biofilm-covered 
areas (white in Fig. 1B), while grey levels lower than the threshold were considered as clean 
areas (black in Fig. 1B). The threshold value was set by trial and error until the visual aspect 
of the black/white image obtained appeared consistent with the initial picture. With the 
biofilm considered here, this procedure limited deviation to less than 3.5% among all the 
operators. At least 5 different fields were processed per electrode to obtain an average value 










Fig. 1. A. Epifluorescence microscopy image of biofilm developed on the surface of a DSA 
electrode embedded in compost for 5 days and polarized at 0.50 V/SCE. The light-grey area 
corresponds to the biofilm and the dark-coloured area to the non-colonized area. B. Image 
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after processing. The colonized areas have been overlaid with white and the non-colonized 
areas with black.  
 
3. Results and discussion 
 
3.1. Supply of acetate to a mature electrochemically active biofilm  
A 20 cm2 DSA (Dimensionally Stable Anode) electrode was embedded in compost mixed 
with 10 mM NaCl and polarized at 0.50 V/SCE. The current density increased from the 5th 
day and reached a maximum of 62 mA/m2 after 10 days (Fig. 2). This behaviour was similar 
to the current increase already reported to result from the formation of an electrochemically 
active biofilm on the electrode surface [15], [16]. On the 11th day, adding 10 mM sterile 
solution of sodium acetate (arrows on Fig. 2) caused the current to increase to 260 mA/m2 in 
less than 2 days. Then the current stabilized in the range of 250 to 260 mA/m2 over 6 days. 
The same procedure repeated with compost that had previously been sterilized by autoclaving 
(Fig. 2) revealed no current increase after 7 days and adding 10 mM sterile acetate on the 7th 
day did not cause any variation in the low current recorded, showing that the 











Fig. 2. Chronoamperometry at 0.50 V/SCE performed with DSA electrode embedded in 
compost (curve a) and in sterilized compost (curve b). Arrows indicate addition of 10 mM of 
sterile acetate to the compost 
 
 
Chapitre III : Environnements naturels 
 
 
  102  
Five electrodes were electrically connected together, embedded in the same reactor and 
polarized at 0.50 V/SCE for 17 days. Two successive additions of 10 mM sodium acetate 
solution at days 3 and 14 made the current rise from 5 to 279 mA/m2 (first addition) and from 
300 to 619 mA/m2 (second addition) (Fig. 3). Therefore, acetate was an effective substrate for 
the bacteria that constituted the biofilm formed from compost. These results were in 
accordance with what has been observed with electrochemically active biofilms formed from 
pure cultures of Geobacter sulfurreducens [5] and Desulfuromonas acetoxidans [4], where the 











Fig. 3. Chronoamperometry at 0.50 V/SCE performed with five DSA electrodes embedded in 
compost (vertical axis on the left) and surface coverage ratio of the biofilm (represented by 
the points, vertical axis on the right). Arrows indicate addition of 10 mM acetate to the 
compost. The current density was always calculated with respect to the surface area 




Among the five DSA electrodes embedded in compost, three electrodes were successively 
removed from the reactor after 3, 5 and 12 days to measure the biofilm coverage ratio (Fig. 4). 
Representative pictures obtained by epifluorescence microscopy after staining with acridine 
orange are reported in Fig. 4A to C. After 3 days' polarization, the biofilm was composed of a 
few colonies and scattered bacteria adhering to the electrode surface (Fig. 4A). Then the 
biofilm extended over the whole surface area (Fig. 4B) and finally became thicker and more 
dense at day 12 (Fig. 4C). Because of the development of an extracellular polymeric 
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substance that formed the biofilm matrix, the pictures were more difficult to focus from A to 
C. High concentrations of bacteria embedded in the matrix appeared as bright areas in these 
images, but parasite light was emitted from the bacteria embedded in planes which were 










Fig. 4. Representative epifluorescence microscopy images of biofilms developed on a DSA 
electrode surface polarized at 0.50 V/SCE and embedded in compost for 3 (A), 5 (B) and 12 
(C) days.  
 
 
The coverage ratio of the biofilm was defined as the percentage of the electrode surface area 
coated in biofilm with respect to the total geometric surface area embedded in compost (20 
cm2). It was assessed for each electrode by defining a threshold in the grey levels of the 
pictures that could be considered as the frontier between the clean areas and the coated areas 
(see experimental section). This procedure was applied to five different plots to get an average 
coverage ratio for each electrode. The mean value of the coverage ratios with the 
corresponding standard deviation at days 3, 5 and 12 are reported in Table 1, together with the 
current density values recorded just before extracting the electrode from the reactor. Current 
density resulting from chronoamperometry was calculated with respect to the total electrode 
surface area present in the compost (i.e. 100 cm2 between days 0 and 3, 80 cm2 between days 
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Table 1. Biofilm coverage ratio, current density and current density calculated with respect to 
the surface area covered by biofilm for chronoamperometry represented in Fig. 3. The current 





ratio (%)  





respect to the surface 
area covered by the 
biofilm (mA/m2)  
Current density at 
0.90 V/SCE in 
cyclic voltammetry 
(mA/m2) 
3 (17 ± 2)% 4 24 677 
5 (49 ± 13)% 121 247 1225 
12 (61 ± 8)% 142 233 2300 
14 / 301 / 1472 
 
The fifth electrode was used to achieve cyclic voltammetry (CV) at 10 mV/s at days 0, 3, 5, 
12, 14 and at the end of experiment, after the biofilm had been removed from the electrode 
surface (Fig. 5). Once the electrode had been cleaned, it was put back at exactly the same 
place in the compost reactor to run CV. Cyclic voltammograms showed a low ionic 
resistance, certainly due to the compost medium, and significant currents characteristic of the 
charge and discharge of the oxide species that composed the DSA electrodes [17]. CV 
revealed an increase in anodic currents with a maximum at day 12 (Fig. 5A). The current 
intensities recorded on the CV at 0.90 V/SCE after subtracting the base current recorded on 
the initial CV are reported in Fig. 5B, showing that the difference increased from 0 to 2300 
mA/m2. The highest anodic current, recorded at day 12, corresponded to the well-formed 
biofilm (Fig. 4C). In addition, the cyclic voltammogram obtained with the cleaned electrode 
showed the same behaviour as the initial electrode before biofilm formation (Fig. 5A). As the 
cleaned electrode was put back at exactly the same place in the medium, this behaviour 
confirmed that the current was not due to metabolites produced by bacteria and that the 
presence of the biofilm was necessary for the oxidation reaction occur. No anodic peak was 
detected in the cyclic voltammograms, suggesting that mediators were probably not involved 
in the electron transfer. The transfer would thus require direct contact between the bacterial 
cells and the electrode and may be due to compounds bound to the cell membrane. As far as 
we know, only one previous study has reported cyclic voltammetry performed with an anode 
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colonized by an electrochemically active biofilm. This took place in an MFC inoculated with 
domestic effluent [9]. In this case, the comparison of cyclic voltammograms obtained with the 
colonized electrode and a new electrode without biofilm also suggested that the electron 
transfer between bacterial cells and the electrode was direct and occurred through enzymes 









Fig. 5. A. Cyclic voltammograms at 10 mV/s performed with the fifth electrode of the 
chronoamperometry represented in Fig. 3 (DSA polarized at 0.50 V/SCE). B. Current 
intensities taken from the CV at 0.90 V/SCE, after subtraction of the current recorded in CV 




3.2. Addition of acetate from the beginning of chronoamperometry 
Six DSA electrodes were set-up horizontally, completely embedded in the compost mixed 
with acetate 10mM (geometric surface area 25 cm2). Three electrodes were immersed at 15 
cm depth and 3 others at 2 cm depth, for a total height of compost of 17 cm. Each electrode 
was individually polarized at 0.50 V/SCE. Current density increased from day 1.5 (Fig. 6) 
while, in comparison, current density in compost without an initial addition of acetate 
increased from the 5th day (Fig. 2). In this case, adding acetate from the beginning of the 
experiment allowed the lag period before current increase to be shortened. Nevertheless it 
should be noted that such short lag periods have already been observed in rare cases even in 
compost without acetate [16]. The current density increase showed a significant 
reproducibility for the 6 electrodes embedded in the same compost batch, indicating that the 
differences observed in chronoamperometry performed with different batches of compost 
were certainly due to the microbial origin of the phenomenon. However, between days 1 and 
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4, current densities of the electrodes embedded at 15 and 2 cm from the upper surface were 
clearly distinct. At day 4, electrodes closer to the surface showed current densities between 
108 and 129 mA/m2, whereas the deepest electrodes gave higher current densities, in the 
range of 153 to 182 mA/m2. This difference was assumed to be due to the presence of oxygen 
in the first centimetres of the compost bulk, which disturbed the metabolism of 
electrochemically active bacteria forming the biofilm on the electrode surface. This is 
consistent with the electrochemical investigations performed with bacteria isolated from 
electrochemically active biofilm, which showed that the catalysis of acetate oxidation was 
certainly achieved by strictly anaerobic bacteria [18]. After day 4, when the aerobic bacteria 
contained in the compost had consumed the oxygen, the current densities of all electrodes 
evolved to similar values. Final current densities revealed more diversity for the 15-cm-
embedded electrodes with 235, 290 and 545 mA/m2 than for the 2-cm-embedded electrodes, 
which gave a final current density around 290 mA/m2 (Fig. 6). These differences may be 
attributed to the unequal acetate diffusion between electrodes close to the surface and the 
more deeply embedded electrode when acetate was added above the surface of the compost. 
In contrast to the experiments of Fig. 2 and 3, adding acetate to compost already amended 
with acetate did not cause a rapid rise of the current density, suggesting that, above a certain 
threshold value of acetate concentration, acetate no longer had an effect on current increase 











Fig. 6. Chronoamperometry performed with DSA electrodes individually polarized at 0.50 
V/SCE and embedded in the same reactor containing either compost or sterilized compost. In  
each case DSA electrodes were immerged at 2 or 15 cm depth. Arrows indicate addition of 10 
mM sterile acetate to the compost.  
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A control experiment was carried out with the same procedure, i.e. a 2-cm-deep electrode and 
a 15-cm-deep electrode in compost sterilized by γ-ray irradiation. Sterilized acetate was also 
added at days 0 and 2.5. In this case no current increase was observed for 10 days, confirming 
that the electroactive biofilm was formed with the indigenous flora of the compost. 
 
3.3. Controlling steps of electron transfer 
Theoretical conclusions should be drawn with care, as the experimental results proved to be 
strongly dependent on the batch of compost. Moreover, the experiment described in Fig. 3 and 
5 was performed with 5 different electrodes, which were extracted from the compost 
successively. Measuring the surface coverage ratio, which required staining and operating in 
air, inevitably destroyed the biofilm electroactivity. Consequently, it was not possible to 
follow the biofilm coverage and its electrochemical behaviour strictly on the same electrode, 
but care was taken during the experiment to put the four electrodes in exactly the same 
configuration with respect to the reference and auxiliary electrodes. Bearing these warnings in 
mind, a few general comments can be made.  
The current recorded under chronoamperometry was clearly limited by the amount of nutrient 
contained in the compost, as revealed by the immediate current increase caused by acetate 
addition (Fig. 2 and 3). Similarly, in Fig. 3, the current density decrease that was observed 
approximately 1 day after each acetate addition (day 4 and days 14-15) can logically be 
attributed to acetate depletion in the vicinity of the electrode surface. Moreover, each 
extraction of an electrode (days 5 and 12 in Fig. 3), which induced mixing of the compost, 
resulted in an immediate current increase. Acetate was certainly depleted in the vicinity of the 
electrode surface and moving the compost around it enhanced mass transfer from the bulk. 
Column 4 in Table 1 gives the current density values calculated if the electrode surface was 
fully covered by the biofilm (100% coverage ratio). The current density increased from 24 
mA/m2 just before acetate addition (day 3) to 10 times that value after acetate addition. 
Acetate addition consequently had a direct effect on the electron transfer rate. From day 5 to 
day 12, the current density evaluated for 100% biofilm coverage decreased slightly. Assuming 
that 8 electrons were released per mole of acetate (equation (1)), the current integration up to 
day 12 showed that only 1 mmol, i.e. 10 % of the initial amount of acetate, was consumed 
during this period. This low consumption was consistent with the small decrease in the current 
calculated for 100% biofilm coverage. In consequence, the current increase observed between 
days 5 and 12 was not linked to an increase in the electron transfer rate, but was controlled by 
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the increase in biofilm coverage. All these observations led to the first conclusion that the 
current obtained in chronoamperometry was controlled by the amount of substrate and its 
mass transfer rate to electrode surface.  
In contrast, addition of acetate at day 2.5 had no effect on the 6 electrodes embedded in 
compost when acetate was present in the compost from the beginning of the 
chronoamperometry (Fig. 7). In this case, each biofilm supplied around 65 to 130 mA/m2 at 
day 2.5, while biofilms of the same age supplied less than 5 mA/m2 when the compost was 
not initially amended with acetate. It may be thought that the initial thorough mixing of 
acetate in compost ensured a more homogeneous distribution of acetate than pouring the 
acetate solution on the upper surface of the compost, as was done when acetate was added 
during the chronoamperometry.  
As a second main conclusion, it can be stated that cyclic voltammetry and 
chronoamperometry addressed definitively different phenomena. The acetate addition at day 3 
did not lead to any visible step in the continuous smooth increase of the CV current (Fig. 5B), 
as was the case for the chronoamperometry current (Fig. 3). Cyclic voltammetry was 
consequently not affected by the acetate mass transfer limitation. Moreover, between days 12 
and 14, the CV current decreased, while the chronoamperometry current was multiplied by a 
factor of almost 2. Finally, the CV current (after subtraction of the current due to the 
charge/discharge of the surface oxides of the DSA) reached very high values, up to 2300 
mA/m2. CVs were recorded during the chronoamperometry experiment, just after relaxation 
of the constant polarization, i.e. while the diffusion layer was fully established. In 
consequence, high current density values cannot be explained by transient currents due to the 
establishment of the diffusion layer, as would be the case for traditional CV recorded in a 
quiescent liquid with an initial uniform concentration of reactant. CVs more probably 
indicated here that electron transfer occurred with a species adsorbed on the electrode surface. 
A clear reduction phenomenon was observed at potential values less than 0.35 V/SCE, 
indicating that this electron transfer was reversible.  
All these comments are summed up in the scheme presented in Fig. 7. The biofilm-driven 
catalysis of the oxidation of acetate appeared to be controlled by two different steps that 
corresponded to two different time-scales: the oxidation of acetate through the microbial 
metabolism (step 1) and the electron transfer between microbial cells and the electrode 
surface (step 2). Step 1, which corresponds to microbial kinetics, controlled the long-term 
chronoamperometry, and was obviously affected by acetate limitation and biofilm coverage 
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(pathway I in Fig. 7). Step 2, which corresponds to electrochemical kinetics, controlled the 
fast transient behaviour that was addressed by CV (pathway II in Fig. 7). In this case, electron 
transfer depended solely on the transient capacity of bacteria to exchange the electrons stored 
in their internal electron transfer system with the electrode, a mechanism that was not affected 
by acetate diffusion. Indeed, scanning the potential range from 0.20 to 0.90 V/SCE at a rate of 
10mV/s lasted 70 s. During this short time, step 1, controlled by microbial metabolism 
kinetics, could not have an influence on electron transfer. CVs were consequently not 













Fig. 7. Scheme of the two controlling steps identified with chronoamperometry and cyclic 
voltammetry. Pathway I, observed through chronoamperometry, is controlled by the microbial 
metabolism and affected by acetate mass transfer to the electrochemically active bacteria. 






Adding acetate to garden compost proved to be a promising way of encouraging the 
development of efficient electrochemically active biofilms, as has been previously observed 
with other sources of microorganisms. Coupling chronoamperometry, measurement of biofilm 
coverage ratios, and CV led us to propose a new mechanism that should now be more 
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thoroughly assessed. It may also be supposed that acetate caused enrichment of the biofilm in 
electrochemically active microorganisms, similarly to what has been demonstrated previously 
with biofilms formed on the anode of a microbial fuel cell. When fed with a complex fuel, 
biofilm showed a more diverse bacterial distribution than when fed with acetate only [10]. 
Growing electroactive biofilms with acetate-amended compost will now be used to identify 
and to isolate the bacteria responsible for electron transfer with a view to reproducing the 
microbial electrocatalysis in well controlled conditions with pure microbial strains.  
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 Les expériences présentées dans la publication précédente ont toutes été réalisées à 
0.50 V/ECS. Cette valeur a servi de potentiel de référence pour l’étude de la formation de 
biofilms électroactifs dans le terreau. Cependant, dans l’optique d’une utilisation possible de 
ces biofilms dans une PAC microbienne, il est nécessaire de vérifier si la réaction d’oxydation 
peut avoir lieu à un potentiel moins élevé. En effet, dans ce type de système, plus le potentiel 
de l’anode est bas, plus la différence de potentiel entre l’anode et la cathode est grande et 
donc plus la puissance débitée est importante. 
Un essai supplémentaire a donc été effectué avec une électrode DSA® polarisée à 0.10 
V/ECS. Dans ce cas, de façon similaire à ce qui a été observé à 0.50 V/ECS, l’addition 
d’acétate dans le terreau a provoqué une augmentation rapide du courant (Figure III.5) : la 
densité de courant a augmenté de 49 à 238 mA/m2 en deux jours. Ce résultat a donc validé 
l’hypothèse que les biofilms électroactifs formés dans le terreau pouvaient être utilisés dans 










Figure III.5. Chronoampérométrie à 0.10 V/ECS (DSA®) effectuée dans le terreau. La flèche 
indique l’addition d’acétate à 10 mM dans le milieu.  
 
 
 Pour la première fois des biofilms électroactifs ont été détectés dans le terreau. Ces 
travaux représentent également la première étude conduite en chronoampérométrie pour la 
recherche de biofilms anodiques en environnement naturel. Les résultats obtenus avec le 
terreau mélangé à l’acétate ont ainsi achevé la première étape du processus d’isolement de 
nouvelles bactéries électroactives à partir du terreau. Avec des densités de courant comprises 
entre 300 et 545 mA/m2, les biofilms adhérés sur les électrodes DSA® ont été choisis pour 
être récupérés puis analysés afin d’isoler les bactéries. 
Chapitre III : Environnements naturels 
 
 
  113  
III.3. Recherche de biofilms électroactifs dans les sols pollués 
 
III.3.1. Echantillons de sols pollués 
 
 Les sols pollués constituent le deuxième environnement étudié pour la formation de 
biofilms électroactifs. Ces sols ont été obtenus dans un contexte particulier puisqu’ils ont été 
prélevés sur l’ancien site de l’usine AZF à Toulouse après son explosion en 2001. Le chantier 
de décontamination des sols du site industriel mis en place en 2004, nous a permis de 
récupérer des échantillons au mois de novembre de cette même année. Cependant, du fait des 
contraintes imposées par le programme de décontamination du site, les échantillons de sol ont 
été prélevés en une seule fois puis stockés en chambre froide (4°C) jusqu’à leur utilisation en 
laboratoire (jusqu’à 6 mois de stockage). 
Six échantillons de sols pollués ont été choisis d’après leur concentration en composés azotés 
et en hydrocarbures parmi 725 échantillons répertoriés (Tableau III.1.). Deux échantillons 
contenaient uniquement des hydrocarbures avec une faible et une forte concentration en 
hydrocarbures totaux (SD 24 et SD 16 respectivement), deux autres contenaient seulement des 
composés azotés avec une faible et une forte concentration (SD 66 et SD 107 respectivement) 
et les deux derniers contenaient à la fois des composés azotés et des hydrocarbures avec la 
concentration en composés azotés supérieure à celle en hydrocarbures et inversement (PM 5 
et SD 68 respectivement).  
 
Tableau III.1. Composition des 6 échantillons de sols pollués prélevés sur l’ancien site de 
l’usine AZF 
Noms échantillons / profondeur Nature terrain NH4 NO3 NO2 HCT
* C10-C12 C12-C16 C16-C21 C21-C40
PM 5 (S1/2) 0-0.5 m Remblais 27,00 560,00 160,00 10,00 17,00 29,00 110,00
SD 68 (S1/3) 0.1-0.3 m Remblais 0,50 120,00 0,20 220,00 10,00 10,00 40,00 180,00
SD 24 (S1/4) 0-0.3 m Remblais 400,00 10,00 10,00 23,00 350,00
SD 66 (S1/4) 0-0.3 m Remblais 1,21 905,08 8,17
SD 107 (S1/4) 0.1-0.3 m Remblais 0,79 1410,00 0,66
SD 16 (S1/5) 0-0.3 m Remblais 5000,00 10,00 10,00 640,00 1200,00
*HCT = hydrocarbures totaux
Les concentrations sont exprimées en ppm
ZONE NH3 (EST)
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III.3.2. Développement de biofilms électroactifs dans les sols pollués  
 
 De la même façon que dans le terreau, les biofilms ont été détectés dans les sols 
pollués en chronoampérométrie. Une électrode DSA®, polarisée à des valeurs de potentiel 
comprises entre 0.10 et 0.70 V/ECS, a été plongée dans les différents échantillons de sol 
préalablement mélangés à une solution de NaCl à 10 mM. Par ailleurs, certaines 
considérations sont à prendre en compte quant aux conditions expérimentales dans lesquelles 
se sont déroulés ces travaux : 
- les sols ont été prélevés au début de l’étude menée pour la formation de biofilms 
électroactifs dans les différents environnements naturels, les essais ont donc débuté 
en même temps dans les sols pollués et dans le terreau, rendant impossible la mise 
en application des acquis méthodologiques précédemment définis dans le terreau, 
- les contraintes expérimentales n’ont pas permis d’effectuer les différents essais en 
une seule fois, obligeant le stockage des sols pendant plusieurs mois, 
- contrairement au terreau que l’on pouvait se procurer en quantité illimitée, un seul 
échantillon de sol industriel était disponible pour une concentration en polluants 
donnée. Un nombre limité d’essais a donc été possible avec chaque échantillon. La 
quantité prélevée a permis d’effectuer au maximum trois expériences en parallèle 
avec le même échantillon afin de tester des potentiels différents mais pas de répéter 
les expériences avec des échantillons de sol "frais".  
L’ensemble des résultats et paramètres expérimentaux concernant l’étude avec les sols pollués 
est regroupé à la fin de ce paragraphe, dans le tableau III.2. 
 
 Les chronoampérométries effectuées à 0.50 V/ECS dans les deux sols contenant 
uniquement des hydrocarbures ont montré un résultat non significatif pour le sol SD 16 
(Figure III.6A) alors qu’avec l’échantillon SD 24 la densité de courant a augmenté après deux 
jours de polarisation, avec un maximum à 213 mA/m2, puis s’est stabilisée pendant 10 jours 
autour de 105 mA/m2 (Figure III.6B). L’échantillon SD 24 ayant une concentration en 
hydrocarbures de 400 ppm, inférieure à la concentration de l’échantillon SD 16 (5000 ppm), 
ces résultats laissent supposer qu’une trop forte concentration en hydrocarbures peut inhiber 
la formation du biofilm électroactif. 
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Figure III.6. Chronoampérométries à 0.50 V/ECS (DSA®) effectuées dans les sols SD 16 
(graphe A) et SD 24 (graphe B). Les flèches indiquent que le milieu a été mélangé.  
 
 
 Concernant les sols contenant uniquement des composés azotés, seuls les résultats 
obtenus avec le sol SD 107 sont reportés. En effet un problème d’acquisition de données n’a 
pas permis d’exploiter l’essai effectué avec le sol SD 66. 
Deux séries de chronoampérométries identiques ont été effectuées successivement avec le 
même échantillon de sol SD 107 (Figure III.7). La quantité de sol disponible a cependant 
permis de d’effectuer en parallèle deux chronoampérométries dans chaque série : à 0.40 
V/ECS et à 0.70 V/ECS. Pour le potentiel de 0.40 V/ECS aucune augmentation de la densité 
de courant n’a été observée (Figures III.7A et III.7C). A 0.70 V/ECS la densité de courant a 
augmenté dans la première série d’expérience, où elle a atteint la valeur de 90 mA/m2 puis 
s’est stabilisée autour de 75 mA/m2 entre le 4ème et le 10ème jour (Figure III.7B). Dans la 
deuxième série d’expérience, ce résultat n’a pas pu être répété (Figure III.7D). La non 
reproductibilité de l’augmentation de densité de courant dans la deuxième série a été 
possiblement attribuée à l’épuisement du composé oxydé ou à l’évolution et la détérioration 
de la flore microbienne au cours du temps. En considérant ce facteur de non reproductibilité, 
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Figure III.7. Chronoampérométries successives effectuées dans le même échantillon de sol 
SD 107 (DSA®) : série 1, graphes A et B ; série 2, graphes C et D. Potentiels : 0.40 V/ECS 




 Avec les sols SD 68 et PM 5, contenant à la fois des composés azotés et des 
hydrocarbures, il a également été possible de tester deux potentiels différents pour chaque 
échantillon : 0.30 et 0.50 V/ECS (Figure III.8). Dans ce cas, une seule oxydation a été visible 
avec le sol PM5 au potentiel de 0.50 V/ECS (Figure III.8D). La densité de courant atteinte 
n’était cependant pas très élevée avec un maximum à 10.5 mA/m2. Ce résultat peut être 
imputé aux différences de composition des sols testés, cependant il faut également noter que 
ces deux échantillons ont été stockés plus longtemps que les autres (5 et 6 mois, Tableau 
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Figure III.8. Chronoampérométries (DSA®) effectuées dans les sols SD 68 (graphes A et B) 
et PM 5 (graphes C et D) à 0.30 (graphes A et C) et 0.50 V/ECS (graphe B et D). Les flèches 
indiquent que le milieu a été mélangé. 
 
 
 Pour les sols SD 107, SD 68 et PM 5 contenant des composés azotés, une 
chronoampérométrie à 0.10 V/ECS a été effectuée afin d’étudier la possibilité de former un 
biofilm électroactif capable de réduire les nitrates. En effet, de précédentes études ont 
mentionné des bactéries dénitrifiantes utilisant une électrode comme donneur d’électrons 
(Gregory et al., 2004 ; Park et al., 2005). Plus récemment, une étude a rapporté le 
fonctionnement d’une PAC microbienne dont le compartiment cathodique était inoculée par 
des boues effectuant réduction du nitrate (Clauwaert et al., 2007). Le potentiel de 0.10 V/ECS 
a été choisi afin d’examiner la possibilité de former des biofilms électroactifs capables 
d’effectuer une réduction à un potentiel élevé pour une possible application en PAC 
microbienne.  
Dans ce cas, une diminution de la densité de courant a été observée avec tous les échantillons. 
Des valeurs maximales de -3.5, -12.2 et -38.3 mA/m2 ont été obtenues pour les sols SD 107, 
SD 68 et PM 5 respectivement (Figure III.9). Par ailleurs, l’échantillon SD 107 ayant une plus 
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forte concentration en nitrates (1410 ppm) par rapport aux sols SD 68 et PM 5 (120 et 560 
ppm respectivement) (Tableau III.1), on peut supposer qu’une trop forte concentration en 
nitrate inhibe sa réduction par le biofilm. Il a en effet déjà été montré que le nitrate avait un 
effet inhibiteur sur les réactions de fermentation, de méthanogénèse et de dénitrification 
seulement à de fortes concentrations (supérieures à 350 ppm) (Tugtas et Pavlostathis, 2007) et 
que le développement d’un biofilm présent dans un gisement pétrolifère était ralenti par la 







Figure III.9. Chronoampérométries effectuées à 0.10 V/ECS (DSA®) dans les sols SD 107 
(graphe A), SD 68 (graphe B) et PM 5 (graphe C). 
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Finalement aucune analyse microbiologique n’a été effectuée sur les biofilms développés dans 
les sols pollués. L’isolement et l’identification des bactéries des biofilms électroactifs ont été 
privilégiés pour les biofilms formés dans le terreau au regard des densités de courant 
supérieures obtenues dans cet environnement.  
 
III.3.3. Reproduction des conditions en sols pollués avec le terreau 
 
 D’après les résultats obtenus dans le terreau et les premières observations effectuées 
dans les sols pollués, il est apparu qu’une approche intéressante consistait à créer une 
contamination artificielle dans un environnement a priori favorable à la formation de biofilms 
électroactifs (le terreau). L’objectif était double : d’une part, sélectionner une population 
microbienne spécifique de la dégradation de composés tels que les hydrocarbures et les 
nitrates au sein de la population indigène du terreau et d’autre part pallier la quantité limitée 
de sols pollués dont nous disposions. 
Concernant les composés azotés, il apparaît plus logique d’envisager la réduction des nitrates, 
dans l’objectif d’une éventuelle application en matière de dépollution. Cependant, à ce stade 
de l’étude, la démarche visait à former des biofilms électroactifs capables de catalyser des 
réactions d’oxydation et les chronoampérométries précédemment mentionnées à 0.10 V/ECS 
dans les sols pollués n’ayant pas encore été réalisées, les expériences ont été effectuées à 0.50 
V/ECS dans les milieux reconstitués, ce potentiel ayant été validé comme optimal dans 
l’étude conduite dans le terreau. Ainsi, à ce potentiel, seule l’oxydation du nitrite en nitrate est 
possible, selon la réaction : 
 +−−− ++→+ HeNOOHNO 22322       E0 = +0.188 V/ECS     (Clauwaert et al., 2007) 
En conséquence, le terreau a été pris comme sol de référence et mélangé avec du nitrite et du 
dodécane afin de reconstituer un sol pollué ainsi qu’avec du nitrate afin d’évaluer l’influence 
de ce composé sur l’augmentation de courant dans le terreau. 
 
 Dans un premier temps le terreau a été mélangé à une solution à 1000 ppm de nitrite 
ou de nitrate. La chronoampérométrie a été effectuée soit directement soit 54 jours après le 
mélange (Figure III.10). Le stockage du terreau pendant un certain temps en présence de 
nitrite ou de nitrate était destiné à effectuer un traitement de biostimulation supposé enrichir la 
population microbienne existante en bactéries tolérantes aux substrats contaminants.  
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Dans le premier cas (pas de stockage), un temps de latence de 16 jours a été observé avant 
l’augmentation de courant avec le nitrite comme substrat, la densité de courant ayant atteint la 
valeur maximale de 64 mA/m2 (Figure III.10A). En comparaison, 8 mA/m2 ont été obtenus 
dans le terreau mélangé au nitrate. Par contre, avec une population microbienne adaptée par 
l’ajout des deux composés, les courbes obtenues ont été comparables à celles observées dans 
le terreau seul. Les densités de courant ont en effet augmenté à partir de 3-5 jours et ont atteint 
les valeurs respectives de 61 et 87 mA/m2 (Figure III.10B). Si les courbes n’ont pas montré la 
même évolution au début de l’expérience, elles ont finit par se confondre après 9 jours. 
Dans le cas où il n’y a pas eu de stockage, les valeurs atteintes et les temps de latence 
observés ont montré que le nitrite et le nitrate ont eu un rôle inhibiteur sur l’activité 
bactérienne pour l’oxydation de la matière organique du terreau. Cette inhibition a été levée 
après que le terreau fut resté en leur présence pendant un certain temps, permettant à la flore 
microbienne indigène de s’adapter. Dans ce cas, un temps de latence plus court et des valeurs 
de densité de courant plus élevées ont été relevés dans le terreau mélangé au nitrite, suggérant 
que ce composé a pu constituer un substrat supplémentaire pour les bactéries du biofilm mais 









Figure III.10. Chronoampérométries effectuées à 0.50 V/ECS (DSA®) dans du terreau 
mélangé à du nitrite ou du nitrate (1000 ppm). Graphe A : mesures réalisées directement après 
le mélange. Graphe B : mesures réalisées 54 jours après le mélange.  
 
 
 Dans un deuxième temps, la présence d’hydrocarbures a été simulée par l’ajout de 
dodécane, alcane aisément dégradable par les micro-organismes. Au regard de l’inhibition 
observée dans les sols pollués contenant une concentration de 5000 ppm en hydrocarbures 
totaux, une solution de dodécane à 2000 ppm a été ajoutée au terreau. Cette concentration 
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était toutefois volontairement élevée afin de sélectionner une population fortement tolérante à 
ce composé. Le milieu ainsi reconstitué a été stocké pendant 34 jours pour permettre 
l’adaptation de la flore microbienne à l’hydrocarbure.  
Cet essai a montré une augmentation de densité de courant très faible avec un maximum à 5 
mA/m2, valeur que l’on peut considérer comme non significative (Figure III.11). Ce résultat 
correspondait à celui obtenu avec le sol SD 16 contenant 5000 ppm d’hydrocarbures totaux 
(Tableau III.2). Ces données ont confirmé qu’une concentration trop élevée en hydrocarbures 










Figure III.11. Chronoampérométrie effectuée à 0.50 V/ECS (DSA®) dans du terreau mélangé 




 L’étude menée avec les sols pollués a fourni des résultats prometteurs puisque des 
augmentations de courant importantes ont été observées dans plusieurs cas. Cependant, le 
manque de matière première et le fait d’avoir débuté les expériences avant la mise en place de 
la méthodologie dans le terreau, nous ont empêché d’approfondir ces travaux. Les résultats ne 
permettent donc pas de dresser un bilan exhaustif mais ils peuvent initier des recherches 
supplémentaires d’une part dans les sols contenant des hydrocarbures, le premier essai 
effectué avec l’échantillon SD 24 ayant montré une augmentation de courant importante et 
d’autre part dans les sols riches en nitrates pour la mise en œuvre de biocathodes dans les 
PACs microbiennes.  
 
 
Chapitre III : Environnements naturels 
 
 
  122  
III.4. Recherche de biofilms électroactifs dans l’eau de mangrove 
 
 Dans le cas de l’eau de mangrove, les travaux ont été effectués en réduction par 
analogie avec les études précédentes menées en eau de mer (Mollica et al., 1989; Bergel et 
al., 2005). Les bactéries électroactives ciblées étaient des bactéries capables de catalyser la 
réduction de l’oxygène en eau en transférant les électrons issus de la réaction à une électrode 
d’acier inoxydable.  
 
III.4.1. Expérience in situ 
 
 Une expérience de terrain a été implantée dans la mangrove en Guyane française, le 
long du littoral à quelques dizaines de kilomètres de Cayenne (Figure III.12) avec l’aide du 
Laboratoire des Matériaux et Molécules en Milieu Amazonien (L3MA, UMR EcoFoG, 
Ecologie des Forêts de Guyane, Cayenne). La période choisie pour installer l’expérience a été 
la saison des pluies qui a lieu entre la mi-avril et la fin du mois de juin afin de s’assurer que 
les électrodes étaient immergées en permanence. En effet pendant la saison sèche, la 













Figure III.12. Localisation de l’expérience de terrain mise en place dans la mangrove 
guyanaise. 
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 Le portique sur lequel les électrodes étaient fixées a été plongé dans un trou pratiqué 
dans la vase et entièrement rempli d’eau. Les cinq électrodes de travail étaient des coupons 
d’acier inoxydable de type 254 SMO. Trois électrodes ont été couplées à une électrode d’acier 
doux via une résistance de 100 Ω. Ce couplage a été choisi d’après des études préliminaires 
en laboratoire dans le but d’imposer un potentiel de l’ordre de 0.50 V/AgAgCl aux électrodes 
d’acier inoxydable. L’intensité ainsi que le potentiel imposé par le couplage ont été mesurés 
pour les trois électrodes. Le potentiel libre des deux autres électrodes d’acier inoxydable a été 
mesuré par rapport à une électrode d’argent/chlorure d’argent (fil d’argent recouvert de 
chlorure d’argent). 
 Les 3 électrodes couplées ont montré une évolution de courant similaire (Figure 
III.13). Pendant 28 jours, des pics de densité de courant pouvant atteindre -315 mA/m2 ont été 
visibles (Figure III.13A). Les 34 jours suivants, la densité de courant s’est stabilisée mais les 

















Figure III.13. Evolution de la densité de courant pour 3 électrodes d’acier inoxydables (254 
SMO) couplées à une électrode d’acier doux avec une résistance externe de 100 Ω et plongées 
dans l’eau de mangrove en Guyane (graphes A à C) et zoom sur les variations des jours 1 à 10 
(graphe D). 
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Les pics de densités de courant obtenus correspondent à la catalyse de la réduction de 
l’oxygène mais la densité de courant ne semblait pas pouvoir se stabiliser. D’après l’allure des 
pics (zoom de la Figure III.13D) montrant une diminution rapide de la densité de courant puis 
une augmentation progressive vers la ligne de base, ce phénomène a été attribué à l’action 
mécanique de la pluie ainsi qu’aux fluctuations de la concentration en oxygène engendrées 
par les fortes averses agitant le milieu. L’atténuation progressive des pics de courant jusqu’à 
leur disparition complète au 28ème jour correspond à l’envahissement progressif par la vase de 
la mangrove du trou pratiqué pour installer le portique, limitant alors la diffusion de 
l’oxygène.  
 
 L’enregistrement du potentiel imposé aux trois électrodes d’acier inoxydable par 
l’intermédiaire du couplage montre qu’il évolue entre -0.70 et -0.60 V/Ag/AgCl (Figure 
III.14), contrairement à ce qui avait été initialement envisagé. Ces valeurs de potentiel ont 
probablement été dues à la limitation en oxygène. En effet, les courbes intensité-potentiel 
(Figure III.15) représentant l’oxydation du Fe0 en Fe2+ (réaction représentant l’oxydation se 
déroulant sur l’électrode d’acier doux) et la réduction de l’oxygène en eau (réaction de 
réduction se déroulant sur l’électrode d’acier inoxydable) montrent que la diminution du 
courant cathodique dû à la limitation en oxygène provoque une diminution du potentiel. Ce 
phénomène est confirmé par la présence de pics de potentiel vers des valeurs plus élevées 
correspondant aux pics de densité de courant visibles sur la figure III.13. Une rupture au 28ème 
jour est également apparue, confirmant que le même phénomène agissait sur l’évolution de la 
densité de courant et du potentiel imposé. Aucune augmentation de densité de courant n’a été 
visible aux valeurs de potentiel proches de -0.60/-0.70 V/Ag/AgCl car dans ce cas la 








Figure III.14. Evolution du potentiel imposé aux 3 électrodes d’acier inoxydables (254 
SMO). 
Chapitre III : Environnements naturels 
 
 










Figure III.15. Diminution du potentiel due à la limitation en oxygène 
 
 Concernant l’évolution du potentiel libre des deux électrodes non couplées, une 
augmentation a été observée pendant les 6 premiers jours correspondant au phénomène 
d’anoblissement du matériau (Figure III.16). Cette augmentation était la preuve du 
développement d’un biofilm sur la surface de l’électrode. En effet, en eau de mer naturelle et 
en eau douce, le développement du biofilm à la surface d’un acier inoxydable implique de 
façon systématique une augmentation du potentiel libre dû à la catalyse de la réduction 
électrochimique de l’oxygène par le biofilm (Chandrasekaran et Dexter, 1993 ; Scotto et al., 
1996 ; Féron, 2005). L’augmentation du courant cathodique provoquée par l’augmentation de 
la cinétique de réduction de l’oxygène due au biofilm induit une augmentation du potentiel 
libre de l’électrode (Figure III.17). Ainsi, la chute rapide du potentiel libre et la rupture de 
nouveau visible au jour 28 ont montré que le métabolisme du biofilm électroactif était sans 









Figure III.16. Evolution du potentiel libre des 2 électrodes d’acier inoxydables (254 SMO) 
non couplées.  
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Figure III.17. Effet de la modification de la réaction cathodique sur la valeur du potentiel 
libre. Courbe 1 : instant initial d’immersion de l’électrode d’acier inoxydable dans l’eau de 




III.4.2. Expériences en laboratoire 
 
 A l’occasion de l’installation du pilote sur le site, de l’eau de mangrove a été ramenée 
afin d’effectuer des expériences en laboratoire, dans des conditions mieux contrôlées. Cet 
échantillon d’eau est appelé échantillon 1. Par la suite un nouvel échantillon d’eau 
(échantillon 2) a été envoyé de Guyane par le laboratoire Laboratoire des Matériaux et 
Molécules en Milieu Amazonien (L3MA, EcoFoG). pour effectuer des expériences 
supplémentaires. 
 
 Les conditions opératoires mises en œuvre avec l’échantillon 1 ont été identiques à 
celles de l’expérience in situ. Une électrode d’acier inoxydable de type 254 SMO a été 
couplée à une électrode d’acier doux via une résistance de 100 Ω. Le potentiel de l’électrode 
de travail a été mesuré par rapport à une électrode Ag/AgCl. Cependant, afin d’éviter les 
problèmes dus à la limitation en oxygène observée sur le terrain, l’eau de mangrove en 
laboratoire a été sous agitation permanente. L’agitation a permis de maintenir les particules en 
suspension et de conserver une concentration en oxygène non nulle dans le milieu. Dans ce 
cas, le potentiel imposé à l’électrode d’acier inoxydable s’est stabilisé aux alentours de -0.50 
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V/Ag/AgCl. Pendant 20 jours la densité de courant a régulièrement diminué jusqu’à atteindre 
-625 mA/m2 (Figure III.18). L’arrêt de l’agitation pendant 19 heures en cours d’essai a 
provoqué une remontée soudaine de la densité de courant qui a alors pris la valeur de -139 
mA/m2 et une diminution du potentiel à -0.63 V/AgAgCl. Dès la reprise de l’agitation, la 
catalyse de la réduction de l’oxygène a à nouveau été visible et le potentiel est revenu à la 
valeur  précédant l’arrêt.  
Ces résultats ont confirmé les observations effectuées lors de l’expérience in situ, renforçant 
l’hypothèse que la diffusion de l’oxygène dans le milieu est le facteur limitant l’augmentation 
















Figure III.18. Evolution de la densité de courant (graphe supérieur) et du potentiel imposé 
(graphe inférieur) pour une électrode d’acier inoxydable (254 SMO) plongée dans de l’eau de 
la mangrove guyanaise couplée à une électrode d’acier doux avec une résistance externe de 
100 Ω. 
 
 Après les premiers résultats encourageants obtenus en laboratoire, la suite des 
expériences réalisées avec l’eau de mangrove a été effectuée en chronoampérométrie afin de 
mettre en œuvre des conditions opératoires mieux contrôlées. Un potentiel cathodique a été 
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imposé avec un potentiostat à une électrode d’acier inoxydable plongée dans un réacteur 
contenant l’eau de mangrove sous agitation et à température ambiante.  
 
 Suite au premier essai réalisé dans l’échantillon 1 d’eau de mangrove, une 
chronoampérométrie a été réalisée dans ce même milieu, pendant 5 jours à -0.30 V/ECS puis 
à -0.50 V/ECS (Figure III.19). La densité de courant est tout d’abord restée nulle avec le 
potentiel de -0.30 V/ECS mais elle a ensuite progressivement diminué lorsque l’électrode a 
été polarisée à -0.50 V/ECS, jusqu’à atteindre un maximum -398 mA/m2. Dans ce cas, un 
potentiel de -0.50 V/ECS a donc été nécessaire au biofilm pour effectuer la réduction de 
l’oxygène. Comparée à l’expérience précédente réalisée à un potentiel proche de -0.50 
V/AgAgCl, la densité de courant obtenue a toutefois été plus faible. Comme précédemment 
évoqué, cette diminution a été attribuée à l’évolution de la flore microbienne, qui peut 
entraîner des disparités entre les différents essais. Il a ainsi été décidé d’effectuer de nouveaux 
tests avec un échantillon d’eau récent. Celui-ci nous a été envoyé de Guyane par le 












Figure III.19. Chronoampérométrie effectuée à -0.30 puis -0.50 V/ ECS (acier inoxydable 
254 SMO) dans l’échantillon 1 d’eau de mangrove. 
 
 Deux chronoampérométries ont été réalisées en parallèle avec le nouvel échantillon 
d’eau de mangrove (échantillon 2). Lors de la première expérience, l’électrode d’acier 
inoxydable a été polarisée à -0.20 V/ECS pendant 7 jours puis à -0.35 V/ECS (Figure 
III.20A). Pour le deuxième essai, l’électrode a été polarisée à -0.50 V/ECS (Figure III.21A). 
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Au cours des chronoampérométries, des voltammétries ont été réalisées quotidiennement à 10 
mV/s (Figures III.20B et III.21B). Pour ce faire, la chronoampérométrie a été arrêtée pendant 
les quelques minutes nécessaires à l’enregistrement de la voltammétrie. La configuration des 
électrodes disposées dans le réacteur n’a pas été modifiée.  
Dans la première expérience, la polarisation à -0.20 V/ECS a provoqué une diminution de la 
densité de courant jusqu’à -136 mA/m2, puis le passage à -0.35 V/ECS a accéléré cette 
diminution jusqu’à -935 mA/m2. Dans la deuxième expérience, la densité de courant a atteint 
-967 mA/m2 au bout de 3 jours de polarisation à -0.50 V/AgAgCl. Cependant, les densités de 
courant initiales entre les jours 0 et 2, étant élevées (-292 mA/m2 en moyenne), 
l’augmentation relative a été de 675 mA/m2. Ces résultats ont tout de même montré que les 
valeurs enregistrées avec le nouvel échantillon d’eau de mangrove étaient supérieures à celles 
précédemment obtenues, confirmant ainsi l’influence de l’état physiologique de la flore 
indigène du milieu sur la densité de courant.  
Par ailleurs, on peut remarquer que les courants obtenus en voltammétrie ne correspondent 
pas à ceux obtenus en chronoampérométrie. En effet pour le potentiel imposé en 
chronoampérométrie, les valeurs de densités de courant correspondantes enregistrées en 
voltammétrie ont été des plus élevées. Pour la première expérience, -660 mA/m2 ont été 
relevés pour la chronoampérométrie à 0.35 V/ECS alors qu’à ce potentiel -800 mA/m2 ont été 
enregistrés en voltammétrie. De même, pour la deuxième expérience, à 0.50 V/ECS, la 
chronoampérométrie a fourni -950 mA/m2 alors que la voltammétrie a donné -1200 mA/m2. 
Ce phénomène peut s’expliquer par le fait que la vitesse de balayage imposée par la 
voltammétrie ne permet pas d’établir l’équilibre du transfert d’électrons entre le biofilm et 
l’électrode pour chaque valeur de potentiel imposée par la méthode. Néanmoins, les 
voltammétries ont traduit des phénomènes identiques à ceux observés en 
chronoampérométrie. En effet, en chronoampérométrie, l’augmentation en valeur absolue de 
la densité de courant au cours du temps correspond à la catalyse de l’oxygène par le biofilm 
développé sur l’électrode. En voltammétrie cyclique, cette catalyse est évaluée pour une 
intensité donnée par le décalage de potentiel (vers les potentiels positifs). 
Pour la première expérience, pour l’intensité I=-1 mA, le potentiel a été décalé vers les 
valeurs positives de 0.02 V au jour 6 et de 0.15 V au jour 8 par rapport à la voltammétrie 
cyclique au jour 0 (Figures III.20B). A la même intensité pour la deuxième expérience, le 
décalage observé était de 0.23 V entre le jour 1 et le jour 3 (Figures III.21B). Ces résultats ont 
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Figure III.20. Graphe A : chronoampérométrie effectuée à -0.20 puis à -0.35 V/AgAgCl 
(acier inoxydable, 254 SMO) dans l’échantillon 2 de l’eau de mangrove. Graphe B : 









Figure III.21. Graphe A : chronoampérométrie effectuée à -0.50 V/AgAgCl (acier 
inoxydable, 254 SMO) dans l’échantillon 2 de l’eau de mangrove. Graphe B : voltammétries 
cycliques à 10 mV/s réalisées pendant la chronoampérométrie avec l’électrode de travail.  
 
 
 L’étude menée dans l’eau de la mangrove a permis de mettre en évidence pour la 
première fois la catalyse de la réduction de l’oxygène par un biofilm électroactif développé en 
laboratoire. Cette catalyse s’est révélée très efficace puisque les densités de courant relevées 
ont été importantes : plus de 900 mA/m2 en valeur absolue. En comparaison, les densités de 
courant fournies par les biofilms électroactifs marins sont de l’ordre de 250 à 500 mA/m2. Ces 
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travaux sont donc très prometteurs et peuvent constituer les prémices d’une recherche plus 
approfondie visant à exploiter au mieux cette nouvelle source de bactéries électroactives. 
 
III.5. Conclusions  
 
 L’objectif des travaux présentés dans ce chapitre était de former des biofilms 
électroactifs à partir d’environnements naturels en vue d’identifier et d’isoler les bactéries 
prédominantes de ces biofilms. Une stratégie originale a été adoptée consistant à explorer 
plusieurs écosystèmes non mentionnés dans la littérature afin de profiter de la biodiversité 
naturellement présente. L’ensemble des travaux a été réalisé dans des conditions contrôlées en 
utilisant la chronoampérométrie.  
Les trois environnements naturels étudiés, le terreau, les sols pollués et l’eau issue de la 
mangrove guyanaise ont tous conduit à la formation de biofilms électroactifs, laissant 
entrevoir la découverte d’une grande variété de micro-organismes électroactifs différents de 
ceux déjà identifiés. Toutefois, sans aller jusqu’à l’isolement des bactéries électroactives, les 
biofilms formés lors de cette première phase exploratoire peuvent déjà trouver des 
applications : 
- en bioremédiation (biofilms des sols contaminés avec des hydrocarbures), 
- dans les PACs microbiennes (biofilms du terreau et des sols pollués), en particulier 
pour les systèmes couplant production d’énergie et biodégradation (biofilms des 
sols riches en nitrates), 
- pour la catalyse de la réduction de l’oxygène sur acier inoxydable, notamment dans 
les PACs microbiennes (biofilms développés dans l’eau de mangrove). 
Au terme de ce travail, les biofilms électroactifs développés dans le terreau ont été choisis 
pour effectuer les analyses microbiologiques permettant d’identifier et d’isoler les bactéries 
électroactives correspondantes. Ce choix a été motivé par les valeurs de densités de courant, 
plus élevées que celles relevées dans la littérature pour des environnements complexes et par 
les contraintes de temps imposées par le projet européen dans lequel s’est inscrit ce travail. En 
effet les biofilms formés dans le terreau ont été disponibles avant ceux formés dans l’eau de 
mangrove et comme le processus d’isolement et d’identification des bactéries électroactives 
nécessite un travail de longue haleine, les analyses microbiologiques ont été menées en 
priorité sur les biofilms du terreau.  
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IV.1. Introduction 
 
 Après la formation des biofilms électroactifs dans différents environnements naturels, 
le travail a consisté à étudier les populations microbiennes des biofilms afin d’identifier les 
bactéries responsables des augmentations de courant. Cette étape d’isolement et 
d’identification des bactéries a été effectuée par deux laboratoires de microbiologie impliqués 
dans le projet européen : le Laboratoire d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère (LEMiR) 
du CEA Cadarache, et le Laboratorium voor Microbiologie de l’Université de Gand 
(Belgique). Deux approches complémentaires culture-dépendante et culture-indépendante ont 
été utilisées pour étudier les populations bactériennes des biofilms. La méthode culture-
indépendante est basée sur l’extraction de l’ADN total permettant ainsi d’évaluer l’ensemble 
de la diversité bactérienne des biofilms. La méthode culture-dépendante repose sur la 
croissance des bactéries sur un milieu nutritif afin d’obtenir des isolats purs. Cette méthode 
est donc directement liée au choix des milieux de culture. L’utilisation conjointe de ces deux 
techniques a été nécessaire à la caractérisation des bactéries responsables des augmentations 
de courant, d’une part afin d’obtenir un descriptif exhaustif des bactéries cultivables et non 
cultivables composant les biofilms électroactifs (culture-indépendante) et d’autre part pour 
l’étude d’isolats en culture pure (culture-dépendante).  
Pour cette étape du travail, deux types de biofilms électroactifs ont été retenus : les biofilms 
développés dans le terreau (décrits dans le chapitre III) et les biofilms marins dont la 
découverte antérieure aux travaux présentés dans ce manuscrit a instigué l’élaboration du 
projet européen EA-Biofilms. En effet, parmi les hypothèses ayant été avancées pour 
expliquer les phénomènes de biocorrosion en eau de mer, les chercheurs de l’Institut des 
Sciences Marines de Gênes ont mentionné il y a plusieurs années le rôle de la catalyse la 
réduction de l’oxygène par les biofilms développés à la surface des métaux (Mollica et Trevis, 
1976 ; Scotto et al., 1996 ; Scotto et Lai, 1998). Des biofilms électroactifs catalysant la 
réduction de l’oxygène ont par la suite été formés sous potentiel imposé dans l’eau de mer en 
collaboration avec le Laboratoire de Génie Chimique de Toulouse et le Commissariat à 
l’Energie Atomique de Saclay (Bergel et al., 2005). Le projet européen EA-Biofilms a donc 
été bâti autour de ces résultats obtenus par trois des partenaires actuels.  
 
 Suite aux travaux d’isolements pour récupérer les clones dans des conditions aérobies, 
l’objectif a été de vérifier l’électroactivité des différents isolats obtenus : 
- isolats aérobies facultatifs issus des biofilms électroactifs formés dans le terreau  
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- isolats aérobies issus des biofilms électroactifs développés dans l’eau de mer.  
De la même manière que pour la formation des biofilms dans les environnements naturels, la 
chronoampérométrie a été retenue comme technique pour étudier l’électroactivité des isolats 
marins. Dans ce cas, l’étude a été conduite dans des conditions de réduction où une électrode 
d’acier inoxydable de type 254 SMO a été utilisée comme donneur d’électrons pour les 
bactéries afin d’effectuer la réduction de l’oxygène.  
Par ailleurs, la chronoampérométrie nécessitant plusieurs jours d’expérimentation, une 
méthode basée sur une autre technique électrochimique, la voltammétrie cyclique, a été 
développée afin d’évaluer de manière plus rapide l’électroactivité des bactéries. Cette 
procédure a été mise au point dans un premier temps avec les isolats issus du terreau, puis elle 
a été appliquée aux isolats marins. Les résultats obtenus pour chaque type d’isolats ont fait 
l’objet de deux publications qui sont présentées dans la suite du chapitre. 
 
IV.2. Electroactivité des isolats aérobies facultatifs issus du terreau 
 
 Les identifications des micro-organismes composant les biofilms électroactifs du 
terreau ont été réalisées à partir d’un biofilm développé dans les conditions optimales 
précédemment définies : sur la surface d’une électrode de DSA® polarisée à 0.50 V/ECS et 
enfouie dans un terreau enrichi en acétate. La comparaison des résultats a révélé que 73% des 
bactéries identifiées par les méthodes de biologie moléculaire ont été retrouvées par culture 
sur milieu nutritif (milieu Tryptic Soy Broth, TSB) en conditions aérobies et anaérobies. La 
méthode culture-dépendante a donc permis de récupérer une grande partie des bactéries 
présentes dans le biofilm. Les résultats obtenus par culture en conditions aérobies ont montré 
que 97% des isolats appartenaient au groupe des Gammaprotéobactéries. Deux genres étaient 
majoritairement représentés : Pseudomonas (61%) et Enterobacter (36%). Ces deux genres 
ont également été identifiés dans les conditions anaérobies indiquant que les bactéries 
concernées sont anaérobies facultatives. D’après la forte représentativité constatée pour 
Enterobacter et Pseudomonas, 8 isolats appartenant à ces genres nous ont été envoyés par le 
LEMiR (CEA Cadarache) pour une étude en culture pure. Les autres isolats identifiés dans les 
biofilms du terreau appartenaient au groupe des Firmicutes (genre Bacillus). 
 
 La voltammétrie cyclique a été retenue pour l’évaluation rapide de l’électroactivité des 
isolats et afin de balayer une gamme étendue de potentiels et ainsi déterminer à partir de 
quelle valeur les isolats du terreau étaient capables d’oxyder l’acétate. Les familles les plus 
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représentatives des bactéries présentes dans le biofilm électroactif ont été choisies pour cette 
étude. Ainsi, les résultats rapportés ici ont été obtenus avec une souche de Enterobacter spp. 
(notée Enterobacter sp. E1) et un consortium composé de 5 souches de Pseudomonas spp.. Ils 
sont présentés dans la publication intitulée "Bacteria from Compost able to Catalyze the 
Electrochemical Reduction of Oxygen". 
 Les voltammétries cycliques ont été effectuées avec une électrode de carbone vitreux à 
la vitesse de balayage de 100 mV/s dans une suspension de cellules bactériennes lavées, 
centrifugées et resuspendues dans une solution tamponnée (NaH2PO4 à 0.1M, pH 7.5). 
Le premier voltammogramme obtenu avec des cellules de Enterobacter sp. E1 lavées et 
resuspendues dans la solution tamponnée contenant 10 mM d’acétate n’a pas montré de pic 
d’oxydation. Seule une vague de réduction de l’oxygène a été observée. Après avoir laissé les 
cellules bactériennes en contact (60 min) avec l’électrode, aucun pic n’a encore été détecté en 
oxydation. Par contre, il est apparu un décalage de potentiel vers les potentiels positifs au 
niveau de la vague de réduction de l’oxygène. Ces observations indiquent que l’isolat 
Enterobacter sp. E1 n’est pas responsable de l’oxydation de l’acétate observée dans le terreau 
mais qu’en contrepartie cette bactérie est capable d’effectuer la catalyse de la réduction de 
l’oxygène.  
 A partir de ces premières observations, une procédure a alors été mise au point en 
utilisant l’isolat Enterobacter sp. E1 afin de définir les conditions optimales pour détecter la 
catalyse de l’oxygène. La démarche a ensuite été appliquée à un cocktail contenant les 5 
souches de Pseudomonas spp..  
D’après les premiers essais, le contact entre les cellules bactériennes et l’électrode s’est avéré 
le paramètre principal à optimiser pour améliorer la catalyse. Plusieurs tests ont donc été 
réalisés en faisant varier le temps de contact (30, 60 et 90 min) et la manière d’effectuer ce 
contact (sans agitation, sous bullage d’air et sous agitation magnétique). Le temps de contact a 
volontairement été limité à 90 min afin de conserver le caractère rapide de la méthode. 
L’efficacité de la catalyse a été évaluée grâce au décalage de potentiel mesuré pour l’intensité 
de -6 μA entre la voltammétrie cyclique effectuée dans la solution tamponnée et celle 
effectuée suite à l’injection des bactéries après que l’électrode est restée en contact avec les 
cellules. La valeur de -6 μA a été choisie arbitrairement afin d’évaluer facilement le décalage 
de potentiel. Les résultats ont montré que la catalyse était la plus efficace lorsque l’électrode 
restait en contact avec la suspension cellulaire 90 min sous agitation magnétique. Partant de 
ces observations, un protocole basé sur 3 voltammétries cycliques (VCs) successives a été 
défini : 
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- 1er cycle dans la solution tamponnée (VC1), 
- injection des cellules bactériennes, 
- 2ème cycle dans la suspension cellulaire (VC2), 
- l’électrode est laissée en contact avec la suspension cellulaire pendant 90 min sous 
agitation magnétique. 
- 3ème cycle dans la suspension cellulaire (VC3). 
Suivant cette procédure, un décalage de potentiel de 0.30 V en moyenne a été observé avec 
l’isolat Enterobacter sp. E1 alors que le consortium bactérien contenant les 5 isolats 
Pseudomonas spp. a engendré un décalage de 0.17 V.  
Le temps de contact nécessaire à la catalyse a suggéré l’hypothèse que la réaction est due aux 
bactéries adsorbées sur la surface de l’électrode. La configuration de l’électrode ainsi que la 
procédure en elle-même n’ayant pas permis des observations microscopiques, cette hypothèse 
a été confirmée par deux expériences complémentaires conduisant aux résultats suivants : 
- la disparition du décalage de potentiel avec une voltammétrie cyclique 
supplémentaire réalisée après le troisième cycle (VC3), dans la même suspension 
cellulaire, avec la même électrode préalablement nettoyée, 
- la diminution de l’effet catalytique lorsque des voltammétries cycliques ont été 
effectuées dans deux solutions tamponnées successives après le troisième cycle 
(VC3), phénomène attribué à la désorption des bactéries dans la solution 
tamponnée.  
 
 En comparant ces résultats avec les pics de réduction d’oxygène observés en 
voltammétrie cyclique avec des protéines ou des enzymes connues pour catalyser cette 
réduction, l’hypothèse a été avancée que des enzymes hémiques situées sur la membrane des 
bactéries pouvaient être responsables de la catalyse observée avec Enterobacter sp. E1 et le 
consortium bactérien de Pseudomonas spp.. De plus, des bactéries de la famille des 
Enterobacteriaceae ayant été retrouvées dans des biofilms responsables de la biocorrosion 
anaérobie d’aciers, une possible implication des Enterobacter spp. dans ce phénomène a été 
envisagée. Enfin, le fait que l’oxydation de l’acétate n’a pas été détectée avec ces isolats 
aérobies facultatifs du terreau n’est pas surprenant puisque les mesures de la concentration en 
oxygène dans le terreau ont montré que cet environnement était anaérobie, suggérant que les 
bactéries électroactives impliquées dans l’oxydation de l’acétate étaient anaérobies. Des 
isolements supplémentaires ont donc été effectués par la suite en conditions anaérobies. Les 
résultats concernant les isolats ainsi obtenus sont présentés dans le chapitre suivant. 
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Aims: To investigate the microbial population of electrochemically active biofilms formed 
from compost and to design a CV procedure to check the individual electrochemical activity 
of the bacterial isolates. 
Methods and Results: Electrochemically active biofilms able to catalyze acetate oxidation in 
transferring electrons to an electrode were formed in garden compost under 
chronoamperometry. They were removed from the electrode surface and samples were 
cultivated in aerobic and anoxic conditions. Identification of the isolates using 16S rRNA 
sequencing showed that most of the isolates were Gammaproteobacteria, mainly related to 
Enterobacter and Pseudomonas spp.. A cyclic voltammetry (CV) procedure was designed to 
check the electrochemical activity of both groups of isolates. CV on a glassy carbon electrode 
did not identify any electron transfer related to acetate oxidation, which suggests that the 
cultivable aerobic species are not responsible for the catalysis of acetate oxidation. In contrast, 
CV revealed that both groups of isolates were able to catalyze the electrochemical reduction 
of oxygen. The catalysis was observed under experimental conditions that favoured 
adsorption of the microbial cells on the electrode surface: keeping the electrode in the cell 
suspension for 90 min with stirring. 
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Conclusions: Members of the genera Enterobacter and Pseudomonas were found to be able 
to catalyze the electrochemical reduction of oxygen. 
Significance and Impact of the Study: This study has shown the unexpected efficiency of 
Enterobacter and Pseudomonas spp. in catalyzing the reduction of oxygen, suggesting a 
possible involvement of these species in biocorrosion. 
 





Various electrochemical techniques (Herbert-Guillou et al. 1999), including cyclic 
voltammetry (CV) (Vieira et al. 2003; Illsley et al. 1997), have proved efficient in 
characterizing microbial fouling (biofouling) on electrode surfaces. In these cases the 
adherent microorganisms are not involved in the electrochemical pathway but they affect the 
electrochemical signal only by masking a part of the electrode surface area. In contrast, CV 
procedures have also been explored to characterize the electron transfer reactions observed 
between some microbial cells and electrodes. This kind of direct electrochemical interaction 
has been used to detect, or even to identify, microbial species and to progress in the 
fundamental understanding of microbial electrochemistry. In the majority of cases, CV have 
been implemented with microbial cells suspensions. The microorganisms were generally 
grown in culture media, washed and then resuspended in phosphate buffer. Microorganism 
films have also been reconstituted by collecting microbial cells by filtration through a 
membrane and pasting them onto the electrode surface (Matsunaga and Nakajima 1985; Han 
et al. 2000). Working electrodes were commonly pyrolytic graphite and glassy carbon with 
different pre-treatments or modified surfaces. Microbial cells have thus been found to induce 
either anodic peaks between 0.65 and 0.80 V/SCE (Matsunaga and Namba 1984; Matsunaga 
and Nakajima 1985; Han et al. 2000) or coupled oxidation/reduction peaks with a redox 
potential at approximately -0.15 V/AgAgCl (Kim et al. 1999a; Kim et al. 1999b; Park et al. 
2001; Kim et al. 2002; Pham et al. 2003; Kim et al. 2005). CV has allowed the number of 
cells in suspensions of Saccharomyces cerevisiae (Matsunaga and Namba 1984), Escherichia 
coli or Lactobacillus acidophilus (Matsunaga and Nakajima 1985; Han et al. 2000) to be 
determined. In various samples including food, drink and water, a linear relation has been 
established between the current of the anodic peak and the concentration of microorganisms 
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in the medium (Han et al. 2000). CV has been also used to classify microbial species into 
gram-positive and gram-negative bacteria through the difference of the anodic peak 
potentials, of the order of 4 mV between the two kinds of bacteria (Matsunaga and Nakajima 
1985). 
The electrochemical peaks have generally been attributed to a direct extracellular electron 
transfer involving a compound bound to the external cell wall for Saccharomyces cerevisiae, 
Escherichia coli and Lactobacillus sp.. Two hypotheses have been proposed involving either 
coenzyme CoA (Matsunaga and Nakajima 1985; Matsunaga and Namba 1984) or cytochrome 
oxidase (Han et al. 2000). Other bacteria, including Shewanella putrefaciens (Kim et al. 
1999a; Kim et al. 1999b; Kim et al. 2002), Clostridium butyricum (Park et al. 2001), 
Aeromonas hydrophila (Pham et al. 2003), and Enterococcus gallinarum (Kim et al. 2005), 
are believed to involve c-type cytochromes. The mechanism of electron transfer to the 
electrode has often been shown to be direct but some bacteria have been reported to produce 
their own external mediator, such as Pseudomonas aeruginosa known to produce phenazines 
(Rabaey et al. 2005). 
Research in this field has been stimulated anew by the recent numerous studies devoted to 
microbial fuel cells (MFCs). These fuel cells use the microbial biofilms that form on the 
electrode surfaces, most often on anodes, as catalysts of the electrochemical reactions. In this 
framework, CV has revealed performed with a biofilm-covered anode developed from 
domestic effluent has revealed two redox couples that were due to intrinsic compounds 
contained in the biofilm (Liu et al. 2005). Nevertheless, studies that perform CV on whole 
biofilms that were developed on the electrode surface remain very few. 
A previous study has demonstrated that electrochemically active biofilms can be developed in 
garden compost in a quite reproducible way (Dulon et al. 2007) on Dimensionally Stable 
Anodes (DSA) maintained at a constant potential for several days. The purpose of the present 
work was to perform a first analysis of the microbial population that makes up these 
electrochemically active biofilms and to design a CV procedure to check the individual 
electrochemical activity of the isolates. 
 
MATERIALS AND METHOD 
 
Biofilm growth 
Biofilm was grown on the surface of Dimensionally Stable Anode (DSA, 20 cm2, Electro 
Chemical Services, France) electrodes placed vertically in garden compost (Eco-terre) mixed 
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with a solution containing 10 mM NaCl. A solution of 10 mM acetate was added to the 
compost either initially or during the experiment. DSA electrodes are made of titanium 
covered with iridium and tantalum oxides that give them their electrocatalytic properties 
(Trasatti 2000). Before use, they were cleaned by 5-hour galvanostatic electrolysis at 0.5 A in 
a 0.1 M sulphuric acid solution. Biofilm growth was achieved under chronoamperometry at 
0.50 V with respect to a saturated calomel reference electrode (SCE, Radiometer Analytical, 
TR100). A graphite rod (Alfa Aesar, stock#10134) was used as the auxiliary electrode. The 
DSA electrodes were connected to a potentiostat (VMP2, Bio-Logic SA, France) interfaced 
with the EC-Lab software.  
 
Isolation and identification of bacterial strains 
Each DSA electrode colonized with electrochemically active biofilm was immersed in a 
sterile minimum medium (medium M9) (Sambrook et al. 1989). The electrode surface was 
scraped vigorously with a sterile glass spreader and gave a suspension consisting of oxide 
particles, released from the DSA, and microbial cells.  
Serial dilutions of the cell suspension were spread on a solid artificial medium consisting of 
the mineral base of M9 to which tryptic soy broth (TSB, 150 mg/L), lactate (5 mM) or acetate 
(5 mM) had been added. Gellan gum (16 g/L, Sigma) was used as the solidifying agent. 
Microbial suspensions were also plated on agar plates containing tenfold diluted tryptic soy 
broth (3 g/L). Bacterial isolation was also performed in anaerobic liquid media designed to 
enrich anaerobic bacteria able to transfer electrons to extracellular electron acceptors. All 
cultures were grown at 30°C in the dark. The number of colony forming units (CFU) per DSA 
electrode was determined after 5 days of incubation. Colonies showing different morphotypes 
were collected with sterile tips and subsequently transferred on to new plates for purification. 
Isolates were stored at -80°C in minimal medium M9 containing 5 % DMSO.  
The isolates were identified by sequencing the 16S rRNA gene fragments obtained using 
primers fD1 and S17 (Heulin et al. 2003).  
 
Cell preparation for cyclic voltammetry 
The isolates were cultivated in liquid TSB medium at 30°C. Cultures of 30 mL in 100 mL 
flasks were stirred continuously with a Teflon-coated magnetic stir bar (250 rpm). After 24 h 
of growth, the cells were harvested by centrifugation of 25 mL of culture (3140 g, 10min, 
4°C, Sigma 3K20, rotor 12158) in 30 mL sterile Nalgene centrifuge tubes. The cells were 
centrifuged three times, the supernatant being taken off each time and the pellet resuspended 
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in 25 mL sodium phosphate (NaH2PO4) 0.1M buffered at pH 7.5. After the last centrifugation, 
the pellet was resuspended in only 5 mL phosphate buffer in order to concentrate the bacterial 
cells. This final solution formed the working bacterial cell suspension.  
 
Cyclic voltammetry 
Cyclic voltammetry (CV) was performed at 100 mV/s at ambient temperature with a 
multipotentiostat (VMP2 Bio-Logic SA, France). A three-electrode system was used in a 100 
mL glass cell (Metrohm). The working electrode was a glassy carbon rod (Glassy Carbon 
V25, 3×150 mm, Carbone Lorraine, France) enclosed in an insulating epoxy resin (Epofix, 
Struers, Denmark). A new electrode was used for each CV experiment. Before each 
experiment, the surface was polished with successively finer grade (P120, P400, P800, P1200, 
P2400, P4000) abrasive discs (LAM-PLAN, France) until a mirror-polished surface was 
obtained. A platinum wire (0.5 mm diameter) and a KCl saturated calomel electrode (SCE) 
were used as auxiliary and reference electrodes respectively. Before use, the platinum wire 
was heated over a gas flame until the metal became red, and the reference electrode was 
cleaned with ethanol and rinsed with distilled water.  
The potential was scanned from open circuit voltage to oxidation potentials between -1.00 and 
0.70 V/SCE. The first CV without bacteria was always performed at least 10 min after the cell 
had been filled with the solution in order to allow the potential of the working electrode to 
stabilize. The effectiveness of the catalysis of oxygen reduction was compared by measuring 





Formation of electrochemically active biofilms in compost 
Two biofilms were formed at the same time in two parallel experiments on the surface of 
Dimensionally Stable Anodes (DSA) embedded in garden compost and polarized at 0.50 
V/SCE. The compost was mixed with a solution containing 10 mM NaCl to improve ionic 
conduction, and 10 mM sodium acetate was added to the compost bulk as a nutrient. In the 
first reactor, acetate was added from the beginning of the experiment. The current increased 
after two days, following the biofilm development on the electrode surface (Fig. 1A). In the 
second reactor, the current density increased also after two days and acetate was added after 6 
days, when the current density had stabilized at 39 mA m-2 (Fig. 1B). After 8 days, the current 
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densities were 145 mA m-2 in reactor 1 and 81 mA m-2 in reactor 2. The electrodes were 
removed from the compost before the current stabilized at a plateau value or decreased, as 
observed previously (S. Parot, M.L. Délia, and A. Bergel, submitted), in order to increase the 










Fig. 1. Chronoamperometries at 0.50 V/SCE performed with a DSA electrode (20 cm2) 
embedded in compost mixed with acetate (10 mM) (graph A) and in compost only (graph B). 




The biofilms were scratched from the electrodes and serial dilutions of cells were performed 
on solid medium containing tryptic soy broth (TSB), acetate or lactate. These serial dilutions 
were used for the enumeration of the total number of heterotrophic bacteria associated with 
each sample. The total number of heterotrophic bacteria ranged from 6.0 x 103 cfu cm-2 to 3.2 
x 104 cfu cm-2. The highest cell density was obtained for both biofilms when the medium 
contained TSB.  
A total of 88 isolates were obtained from the two samples. 76 were obtained in aerobic 
conditions on solid medium and 12 were obtained in liquid medium under anoxic conditions. 
The sequence analyses showed that most of the isolates were Gammaproteobacteria. They 
were closely related to species belonging to the genera Pseudomonas (61% of the isolates) 
and Enterobacter (36% of the isolates). Based on partial 16S rDNA sequence analysis, 6 
different Pseudomonas phylotypes and 3 different Enterobacter phylotypes were identified in 
the collection of isolates. The remaining isolates were Firmicutes and were closely related to 
species belonging to the genus Bacillus (Fig. 2). The isolates obtained under anaerobic 
conditions were also related to Enterobacter spp. and Pseudomonas spp., some of them being 
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closely related to the isolates obtained under aerobic conditions. These results indicated the 
presence of facultative anaerobes in the sample.  
As they were the predominant isolates, and because they showed close similarities to the 
isolates obtained under anaerobic conditions, the candidates chosen for electrochemical 
checking were one isolate of Enterobacter spp., called Enterobacter sp. E1, and a strain 
























Fig. 2. Phylogenetic relationships of bacterial 16S rRNA sequences as determined by 
neighbour-joining analysis, in the genus Pseudomonas (A), Enterobacter (B), Bacillus and 
Sporosarcina (C), and Chryseobacterium (D). Sequences from isolates are underlined; 
sequences from the clone library are marked with a star. The scale bars represent the expected 
number of changes per nucleotide position. 
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Electrochemical activity study of bacterial strains 
Cyclic voltammetry (CV) was performed at 100 mV/s on 3-mm-diameter glassy carbon 
electrodes, first in 5 mL sodium phosphate solution 0.1 M pH7.5 that contained 10 mM 
sodium acetate, then immediately after the addition of 1 mL bacterial cell suspension of 
Enterobacter sp. E1, and finally after the electrode had been kept in the solution for 60 min in 
the electrochemical cell in the presence of bacteria (Fig. 3). The voltammograms revealed no 
anodic peak, but a cathodic peak due to the reduction of oxygen. The shift of the peak towards 
more positive potential values that was observed after the electrode had remained in contact 
with the bacterial cell suspension indicated a clear catalysis of oxygen reduction. To compare 
the effectiveness of the catalysis between the different experiments, it was chosen to measure 
the potential shift always at the same value of current, arbitrary chosen at -6 μA. Here the 












Fig. 3. Cyclic voltammograms in buffer solution with 10 mM acetate (before cell injection) 
and after addition of 1 mL of bacterial cell suspension of Enterobacter sp. E1. The glassy 
carbon electrode was held in the bacterial suspension for 0 and 60 min. 
 
 
The contact between the glassy carbon electrode and the bacterial solution was studied at 
different times and with different methods. Firstly, the glassy carbon electrode was kept in the 
cell suspension of Enterobacter sp. E1 for 0, 30, 60 and 90 min. The CVs performed after 
these different exposure times showed that the amplitude of the cathodic peak increased with 
the contact time (Fig. 4A). Secondly, the electrode was dipped in the bacterial cell suspension 
for 90 min while the suspension was either kept quiescent, or bubbled with air, or stirred with 
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a magnetic stir bar (Fig. 4B). The peak currents reached -9.5 μA with no stirring, -17.9 μA 
with air bubbling and -20.7 μA with magnetic stirring. For these three conditions, compared 
to the control voltammogram in the buffer solution, the shifts of potential at -6 μA were 0.08, 
0.29 and 0.32 V respectively. The contact with magnetic stirring revealed the highest 









Fig. 4. Influence of the conditions of contact between glassy carbon electrode and bacterial 
cell suspension on oxygen reduction rate. Cyclic voltammograms in buffer solution (before 
cell injection) and after addition of 1 mL of bacterial suspension of Enterobacter sp. E1.  
A. The electrode was kept in the bacterial suspension for 0, 30, 60 and 90 min without 
stirring. B.  The electrode was kept in the bacterial suspension for 90 min, without stirring or 
with air bubbling or with magnetic stirring. 
 
 
After consideration of these results, a "standard CV procedure" was defined:  
- CV1 in phosphate buffer solution,  
- CV2 immediately after addition of 1 mL bacterial suspension to the buffer solution,  
- CV3 after keeping the electrode in the solution for 90 min with continuous stirring.  
Control experiments, run according to the standard procedure with the addition of 1 mL 
phosphate buffer instead of the injection of 1 mL bacterial cell suspension, revealed no 
modification of the oxygen reduction peak (Fig. 5), showing that there were no artefact due to 
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Fig. 5. Standard CV procedure with buffer solution. CV1 in buffer solution, CV2 directly 
after addition of 1 mL buffer solution. CV3, the electrode was kept in the solutions for 90 min 
with magnetic stirring. 
 
 
Following the standard protocol, CVs were performed under anaerobic conditions with a 
bacterial suspension of Enterobacter sp. E1. In this case, nitrogen was bubbled for 15 min 
before performing CV1 and during the time for which the electrode was left in contact with 
the bacteria. The gas flow was maintained above the solution during CV recording (Fig. 6). 
No cathodic peak was found in the voltammograms, confirming that the peaks observed in 
previous CVs were due to oxygen reduction. Replacing the deoxygenated solution that 
contained the bacteria with fresh aerated buffer without bacteria restored the reduction peak 










Fig. 6. Standard CV procedure with bacterial cell suspension of Enterobacter sp. E1 in 
anaerobic conditions (nitrogen atmosphere), and replacement of deoxygenated bacterial 
solution with fresh aerated solution without bacteria.  
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In an additional experiment, the standard procedure was repeated, the electrode was cleaned 
with smooth paper after CV3, and a supplementary CV was performed with the cleaned 
electrode in the same solution containing the bacteria. The catalytic effect completely 
disappeared (Fig. 7A). On the contrary, when, at the end of the standard procedure, the 
solution was replaced with two successive fresh buffer solutions that did not contain bacteria, 
the catalytic effect was still observed (Fig. 7B). The potential shift was 0.29 V with the first 









Fig. 7. Standard CV procedure with bacterial cell suspension of Enterobacter sp. E1. CV1 in 
buffer solution before cell injection; A. CV3 after addition of bacterial cell suspension when 
the electrode was kept in solution for 90 min, and CV in the same solution after electrode 
cleaning. B. CV in two successive fresh buffer solutions without bacteria, after the electrode 
was kept in the bacterial solution for 90 min. 
 
 
Finally, the standard CV procedure was applied on the strain mixture of Pseudomonas spp. 
(Fig. 8). The oxygen reduction was observed to be catalyzed with a potential shift of 0.17 V in 
two different experiments. Cleaning the electrode made the shift disappear (Fig. 8). In 
comparison with Enterobacter sp. E1, which shifted the potential by 0.30 V on average, the 
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Fig. 8. Standard CV procedure with bacterial cell suspension of Pseudomonas spp. mixture. 
A. CV1 in buffer solution before cell injection, CV2 directly after addition of bacterial cell 
suspension, CV3 after the electrode was kept in the bacterial solution for 90 min. B. similar 






Studies on MFCs have shown that the dominant bacterial classes attached on anodes differ 
depending on the fuel used to feed the system (Chang et al. 2006; Choo et al. 2006). When 
acetate was used as the substrate, the microbial community was dominated by 
Deltaproteobacteria, particularly in sediment MFCs (Choo et al. 2006; Holmes et al. 2004; 
Bond et al. 2002; Lee et al. 2003). The predominance of Gammaproteobacteria phylotypes 
has been reported on MFC anodes fed with glucose and glutamate (Choo et al. 2006; Kim et 
al. 2006), and with cystein (Logan et al. 2005). Choo at al., (Choo et al. 2006) have observed 
a specific enrichment from the same inoculum according to the substrate: a majority of 
Deltaproteobacteria was observed with acetate whereas Gammaproteobacteria dominated 
with glucose and glutamate. In contrast, in this study, the analysis of the bacterial community 
that developed in the electrochemically active biofilm from compost mixed with acetate 
showed that Gammaproteobacteria were predominant. These results suggest that the substrate 
is not the single key factor and the inoculum certainly also has crucial involvement in the 
microbial diversity, as do the operating conditions (Logan et al. 2006). Compost rather 
favours Gammaproteobacteria development whereas marine sediments induce 
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Deltaproteobacteria enrichment. Recently, electrochemical pre-treatment of the anode of a 
marine sediment MFC has also been found to have an impact on the microbial diversity of the 
anode biofilm (Liu et al. 2007). 
The CVs performed here with cell suspensions of Enterobacter sp. E1 and Pseudomonas spp. 
revealed no oxidation peak, even when acetate was present in the solution. It may be 
concluded that these species were not responsible for the electrochemical properties of the 
biofilm, even if they were closely related to the anaerobic species. The isolation process, 
which was carried out under aerobic conditions, was certainly not able to select the species 
that could be effective in oxidation; it may be concluded that either non cultivable bacteria or 
only strictly anaerobic species are likely to be responsible for this catalysis.  
As the cells were separated from the culture broth by three successive cycles of centrifugation 
and resuspension in phosphate buffer, only the microbial cells were present in the final 
phosphate solution and the involvement of metabolites or any other compound from the 
biofilm matrix can be excluded. The catalysis required several tens of minutes of contact time 
between the electrode and the bacterial solution, and it was improved by continuous stirring of 
the solution during exposure i.e. by increasing the probability that bacteria would encounter 
the electrode surface (Fig. 3B). Cleaning the electrode surface removed the catalytic effect 
(Fig. 6A and 7B), while the effect of replacing the solution with fresh buffer without bacteria 
was only slight. It can be concluded that the catalysis of oxygen reduction was fully 
controlled by the adsorption of bacteria on the electrode surface. Hence, the slight decrease of 
the catalytic effect with two successive fresh buffer solutions can be attributed to partial 
desorption of bacteria from the electrode surface (Fig. 6B). The adsorption of bacteria on the 
electrode surface and their activity was not affected by nitrogen bubbling (Fig. 4).  
Many biological compounds adsorbed or immobilized on the surface of carbon or graphite 
electrodes are known to catalyze oxygen reduction through direct electron transfer with the 
electrode. Many iron-based proteins have been investigated, heme proteins, such as 
hemoglobin, myoglobin (Li and Hu 2003; Shen and Hu 2004), cytochrome P450 (Pardo-
Jacques et al. 2006; Shumyantseva et al. 2007), and enzymes such as cytochrome c oxidase 
(Katz et al. 1999; Shin et al. 2003; Su et al. 2004), peroxidase (Bogdanovskaya et al. 2000; 
Huang and Hu 2001; Li and Hu 2003; Shen and Hu 2004), catalase (Lai and Bergel 2000; 
Salimi et al. 2005), are among the most widely studied. A number of studies have focused on 
oxygen reduction through the copper-containing enzymes laccase and bilirubin oxidase, as 
reviewed by Shleev et al. (Shleev et al. 2005a; Shleev et al. 2005b; Tsujimura et al. 2005; 
Weigel et al. 2007; Stolarczyk et al. 2007). These studies resulted in a wide diversity of 
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reduction potential values, depending on the electrode material or on the immobilization 
method. Bilirubin oxidase immobilized as multiple layers in a cationic polymer matrix 
deposited on a carbon electrode produced a cathodic peak potential at +0.25 V/AgAgCl 
(Tsujimura et al. 2005). Laccase in solution with a boron-doped diamond electrode caused the 
oxygen reduction to start at +0.605 V/AgAgCl (Stolarczyk et al. 2007). Among diversity, the 
closest peaks, considering both the peak shape and the potential range, to those found here 
with Enterobacter and Pseudomonas spp. have been reported with heme proteins such as 
catalase adsorbed on a glassy carbon electrode, which gave an oxygen reduction peak at -0.33 
V/SCE (Lai and Bergel 2000), or horseradish peroxidase incorporated in a polyester film, 
with a peak at -0.36 V/SCE (Huang and Hu 2001). It may thus be suggested that some heme 
enzyme bound to the membrane of Enterobacter and Pseudomonas sp. could be responsible 
for the catalysis of the reduction of oxygen observed here.  
Enterobacteriaceae are facultative anaerobic bacteria; they can grow with oxygen as an 
electron acceptor but also with a variety of electron acceptors such as selenate, nitrate or 
Fe(III) in the absence of oxygen (Jan-Roblero et al. 2004). This explains why Enterobacter 
sp. E1 was isolated under aerobic conditions from compost, which is an anaerobic 
environment. Recently, members of Enterobacteriaceae have been identified in biofilms 
responsible for anaerobic corrosion of steels in seawater (Bermont-Bouis et al. 2007) and 
pipelines (Jan-Roblero et al. 2004; Neria-González et al. 2006). In addition, on metallic 
surfaces, the catalysis of oxygen reduction by a biofilm is known to provoke the increase of 
the free potential of the metal (phenomenon called potential ennoblement), that increases the 
risk of biocorrosion (Scotto et al. 1985; L’Hostis et al. 2003). According to the high efficiency 
in catalyzing the reduction of oxygen that was demonstrated here, Enterobacter spp. may 
prove to be unexpectedly efficient participants in the ennoblement of metals when oxygen 
traces are present in biofilms. Enterobacteriaceae, which have been recently shown to be 
effective in anaerobic biocorrosion, should now also be suspected of being able to contribute 




Garden compost has already been demonstrated to form electrochemically active biofilms 
efficient in catalyzing acetate oxidation. These biofilms were sampled and the recovered cells 
were grown in aerobic and anoxic conditions. Identification of the isolates by 16S rRNA 
sequencing showed that most of the isolates were Gammaproteobacteria, mainly related to 
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Enterobacter and Pseudomonas spp.. The CV procedure that was applied on suspensions of 
these isolates resulted in the discovery of their unexpected ability to catalyze the 
electrochemical reduction of oxygen. CV did not reveal catalysis of acetate oxidation, 
showing that acetate oxidation was likely not achieved by cultivable aerobic or facultative 
anaerobic species. Work is now in progress to check the strictly anaerobic cultivable species 
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IV.3. Electroactivité des isolats aérobies marins 
 
 Des études menées depuis une vingtaine d’années ont montré que les biofilms marins 
peuvent accélérer de façon considérable la corrosion aérobie des aciers inoxydables car ils 
catalysent la réduction de l’oxygène sur ces matériaux (Figure IV.1). Cette catalyse entraîne 
une augmentation du courant cathodique associée à l’augmentation du potentiel d’abandon 
(parfois appelée "anoblissement" par traduction littérale de l’anglais "ennoblement") (Scotto 
et al., 1985 ; Dexter et Gao, 1988). Cependant les micro-organismes responsables de la 
biocorrosion n’ont jamais été identifiés.  
L’électroactivité des biofilms développés en eau de mer a également été mise en évidence par 
leur utilisation en tant que catalyseur de la réduction de l’oxygène dans le compartiment 
cathodique d’une PAC microbienne (Bergel et al., 2005). Dans un premier temps le biofilm 
électroactif a été formé en chronoampérométrie sur une électrode d’acier inoxydable polarisée 
à des potentiels compris entre -0.10 à -0.40 V/ECS. Puis, la phase de stabilisation de la 
densité de courant atteinte, l’électrode a été implantée comme biocathode pour catalyser la 
réduction de l’oxygène dans une PAC. Après avoir enlevé le biofilm de la surface de 
l’électrode, la puissance débitée par la PAC a été divisée par un facteur variant de 20 à 100 
démontrant que le biofilm confère des propriétés catalytiques à l’acier inoxydable pour la 













Figure IV.1. Schéma de la corrosion de l’acier accélérée par la catalyse de la réduction de 
l’oxygène induite par un biofilm en eau de mer. 
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Pour la première fois, dans le cadre du projet européen EA-Biofilms, l’isolement et 
l’identification des bactéries constituant les biofilms électroactifs marins ont été effectués. Les 
analyses microbiologiques ont montré une diversité de population beaucoup plus importante 
que ce qui avait été précédemment observé dans le terreau et il n’a pas été possible de mettre 
en évidence un groupe de bactéries réellement prédominant. Toutefois, parmi les nombreux 
isolats obtenus, 10 ont été choisis pour poursuivre l’étude en culture pure. Ce choix a été dicté 
par deux paramètres : 
- les isolats retenus correspondent aux populations les plus représentées n’ayant pas été 
détectées sur les électrodes de contrôle (électrodes plongées au même endroit en eau 
de mer mais non polarisées) (Vandecandelaere et al., publication en préparation), 
- certains isolats appartiennent aux genres Roseobacter et Paracoccus qui avaient 
précédemment été identifiés par d’autres équipes dans un contexte différent, sur les 
cathodes de PACs microbiennes implantées en sédiments marins (Holmes et al., 
2004a).  
 
 Dans un premier temps, la capacité des isolats marins à catalyser la réduction de 
l’oxygène a été évaluée par des études en chronoampérométrie afin de reproduire les 
conditions de formation du biofilm en eau de mer. Dans un deuxième temps, la procédure 
basée sur la voltammétrie cyclique précédemment établie avec les isolats aérobies facultatifs 
issus du terreau a été utilisée. 
 
 
IV.3.1. Reproduction en laboratoire des conditions utilisées en eau de mer 
(chronoampérométrie) 
 
IV.3.1.1. Chronoampérométrie appliquée aux isolats marins 
 
 Au total, 10 séries de chronoampérométries ont été effectuées sur les isolats marins 
choisis, ceux-ci ayant été testés soit individuellement soit en consortium. Les résultats 
correspondants sont regroupés dans le tableau IV.1.  
Après une culture de 24 h à 30°C dans un milieu riche adapté (Marine Broth, MB), 
l’expérience a été divisée en deux étapes successives (étapes 1 et 2 du tableau IV.1) où des 
milieux de plus en plus dilués ont été utilisés jusqu’à finalement travailler avec de l’eau de 
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mer (naturelle et synthétique). L’objectif était d’adapter les bactéries à un milieu appauvri afin 
de les contraindre à utiliser l’électrode d’acier inoxydable comme donneur d’électrons. Pour 
toutes les séries, l’étape 2 a été réalisée dans des réacteurs maintenus à 20°C par un bain-
marie.  
 Pour les séries 1 à 7, l’étape 1 a consisté en une nouvelle culture de 24 h à 30°C dans 
le milieu MB dont la concentration a été divisée par 2 ou 10. Pour l’étape 2, un réacteur 
contenant du milieu MB dilué ou de l’eau de mer synthétique a été inoculé avec cette culture. 
Une électrode d’acier inoxydable (type 254 SMO) polarisée à -0.50 ou -0.30 V/ECS a été 
utilisée comme donneur d’électrons.  
 L’étape 1 de la série 8 a été réalisée dans le réacteur : l’électrode d’acier inoxydable 
polarisée à -0.50 V/ECS a été plongée dans du milieu MB dilué 5 fois et inoculé avec la 
culture en milieu riche. Après deux jours, l’électrode a été transférée dans un réacteur 
contenant de l’eau de mer synthétique et polarisée au même potentiel (étape 2).  
 Pour les séries 9 et 10, l’étape 1 a consisté à centrifuger la culture en milieu riche d’un 
isolat (Roseobacter sp. R26140) et d’un consortium contenant 5 isolats. Le culot a ensuite été 
inoculé dans un réacteur contenant de l’eau de mer synthétique ou naturelle provenant du port 
de Gênes et stérilisée par autoclavage. Dans ce cas 1 mL d’une solution de vitamines a été 
ajouté (voir chapitre II). L’électrode d’acier inoxydable a été polarisée à -0.24 V/ECS, valeur 
correspondant au potentiel de -0.20 V vs Ag/AgCl imposé dans l’expérience in situ en eau de 
mer naturelle. 
 Malgré le grand nombre d’expériences réalisées et les différentes conditions 
opératoires testées, il a été impossible d’observer une augmentation de densité de courant (en 
valeur absolue). Ainsi la catalyse de la réduction de l’oxygène observée en eau de mer n’a pas 
pu être reproduite en travaillant avec des cultures pures d’isolats ou même des consortiums 
microbiens regroupant plusieurs de ces isolats. Ces résultats confirment les difficultés 
rencontrées lors d’essais en réacteur batch préalables réalisés en laboratoire avec de l’eau de 
mer naturelle dont l’objectif était de reproduire les phénomènes observés in situ 
(communication personnelle, CNR-ISMAR, Gênes, Italie).  
Plusieurs hypothèses peuvent être avancées pour expliquer le fait qu’aucune augmentation de 
courant n’ait été observée avec les isolats marins. D’une part, comme dans des conditions 
similaires à celles utilisées pour la formation du biofilm électroactif (série 10) aucune 
augmentation de courant n’a été enregistrée, on peut supposer que le protocole opératoire mis 
en œuvre ici n’était pas adapté à l’expression de l’électroactivité des isolats ciblés. Enfin, au 
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regard de l’importante diversité microbienne rencontrée dans les biofilms électroactifs marins, 
les isolats testés n’appartiennent peut être pas aux familles responsables de la catalyse de 
l’oxygène en eau de mer. 
 
Tableau IV.1. Tableau récapitulatif des chronoampérométries effectuées avec les isolats 
marins. Chaque série regroupe 2 à 5 essais avec des isolats purs différents, pour les séries 9 
et 10 un consortium bactérien a également été testé.  
 




Roseobacter sp. R26144, 
Roseobacter sp. R26160, 
Roseobacter sp. R26189, 
Paracoccus denitrificans 
R26162,  
Ruegiera sp. R26195 
MB/2 MB/4, -0.50 V/SCE 8 
2 
Roseobacter sp. R26144, 
Roseobacter sp. R26160, 
Roseobacter sp. R26189, 
Paracoccus denitrificans 
R26162,  
Ruegiera sp. R26195 




Ruegiera sp. R26195 
MB/2 MB/2, -0.50 V/SCE 8 
4 Roseobacter sp. R26189, Ruegiera sp. R26195 MB/2 MB/4, -0.30 V/SCE 7 
5 
Roseobacter sp. R26144, 
Roseobacter sp. R26160, 
Roseobacter sp. R26189, 
Paracoccus denitrificans 
R26162 
MB/2 MB/5, -0.50 V/SCE 8 
6 
Roseobacter sp. R26140, 
Roseobacter sp. R26156, 
Roseobacter sp. R26165, 
Roseobacter sp. R28052, 
Roseobacter sp. R28704 
MB/2 MB/10, -0.50 V/SCE 5 
7 
Roseobacter sp. R26165, 
Roseobacter sp. R28052, 
Roseobacter sp. R28704 
MB/10 eau de mer synthétique, -0.50 V/SCE 6 
8 
Roseobacter sp. R26140, 
Roseobacter sp. R26156, 
Roseobacter sp. R26165, 
Roseobacter sp. R28052, 
Roseobacter sp. R28704 
en réacteur  
(2 jours) 
MB/5 
eau de mer synthétique, 
-0.50 V/SCE 20 
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9 Roseobacter sp. R26140,  consortium bactérien centrifugation 
eau de mer synthétique, 
-0.24 V/SCE 19 
10 Roseobacter sp. R26140,  consortium bactérien centrifugation 
eau de mer naturelle 





IV.3.1.2. Chronoampérométries appliquées au biofilm électroactif marin entier 
 
 Afin de valider les conditions opératoires utilisées avec les cultures pures d’isolats, 
une approche plus globale consistant à tester l’électroactivité du biofilm électroactif marin 
entier a été mise en œuvre. 
Des biofilms électroactifs marins ont été formés à la station marine de Gênes par les 
partenaires du Centre National de la Recherche - Institut des Sciences Marines (CNR-ISMAR, 
Italie) sur des électrodes d’acier inoxydable de type 254 SMO polarisées à -0.20 V vs 
Ag/AgCl et plongées dans un réacteur alimenté en continu par de l’eau de mer puisée dans le 
port de Gênes. Après deux semaines d’immersion, la densité de courant a atteint 200 à 300 
mA/m2 (Figure IV.2). A cet instant, la chronoampérométrie a été stoppée afin de nous 
envoyer les électrodes colonisées, sans attendre la phase de stabilisation afin de pouvoir 












Figure IV.2. Chronoampérométries effectuées à -0.20 V vs Ag/AgCl à la station marine de 
Gênes en eau de mer naturelle avec une électrode d’acier inoxydable 254 SMO (données 
transmises par A. Mollica).  
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 Cinq électrodes colonisées par un biofilm électroactif marin ainsi que de l’eau de mer 
du port de Gênes nous ont été envoyées. Chaque électrode était immergée dans 50 mL d’eau 
de mer dans un flacon stérile. Pour les essais, les cinq électrodes ont été séparées en deux 
lots : 
- Pour trois électrodes, le biofilm a été récupéré dans de l’eau de mer stérile (eau de mer 
naturelle de Gênes stérilisée par autoclavage) par des étapes de grattage, vortexage, 
décrochage par ultrasons, selon la procédure décrite dans le chapitre II de ce 
manuscrit. Deux réacteurs contenant de l’eau de mer stérile ainsi qu’une électrode 
d’acier inoxydable (254 SMO) propre et polarisée à -0.24 V/ECS (potentiel 
correspondant à -0.20 V vs Ag/AgCl dans l’eau de mer) ont alors été ensemencés par 
le biofilm récupéré. L’eau de mer contenue dans les flacons pour l’envoi des 
électrodes a également été ajoutée dans les réacteurs.  
- Pour les deux autres électrodes, le biofilm a été gardé intact : les électrodes ont 
simplement été transférées dans un réacteur contenant de l’eau de mer stérile et 
polarisées à -0.24 V/ECS. 
 
Pour les réacteurs inoculés avec le biofilm récupéré des électrodes initiales, une phase de 
latence de la densité de courant de 1 à 1.5 jours a été observée (Figure IV.3, Graphes A et B). 
Par contre, pour les électrodes déjà colonisées par le biofilm électroactif marin, la valeur de la 
densité de courant était de 5 mA/m2 dès le début de l’expérience montrant une reprise 
immédiate de l’électroactivité du biofilm (Figure IV.3, Graphes C et D). Dans tous les cas, la 
densité de courant a ensuite augmenté pour atteindre des valeurs maximales du même ordre 
de grandeur, comprises entre 10 et 20 mA/m2 avant de diminuer. Par ailleurs, l’eau de mer 
d’un des réacteurs contenant une électrode avec le biofilm intact a été remplacée par de l’eau 
de mer stérile "fraîche" (nouvel approvisionnement), provoquant une légère augmentation de 
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Figure IV.3. Chronoampérométries effectuées en laboratoire à -0.24 V/ECS dans l’eau de 
mer naturelle avec une électrode d’acier inoxydable 254 SMO. Graphes A et B : électrodes 
propres + biofilm récupéré, Graphes C et D : électrodes avec biofilm intact.  
Remarque : Les valeurs réelles sont représentées en gris. Les réacteurs étant aérés en continu, le bullage a créé 
des perturbations sur la densité de courant ; une courbe moyenne en noir est donc superposée aux données 
expérimentales pour faciliter la lecture. 
 
 
 Les densités de courant obtenues lors des essais en laboratoire en réacteur batch avec 
les biofilms électroactifs marins entiers ont été beaucoup moins élevées que celles relevées 
pendant la formation du biofilm (environ 10 fois moins) (Figure IV.2). Ce résultat peut 
s’expliquer par un apport limité en nutriments dû à la mise en œuvre en système batch 
comparé au système ouvert utilisé pour la formation des biofilms à la station marine de 
Gênes. Ce phénomène est confirmé par l’augmentation de la densité de courant suite au 
changement de milieu dans un des réacteurs (Figure IV.3D), une alimentation en continu 
pourrait donc être une solution permettant de stabiliser voire d’améliorer les densités de 
courant. Il est toutefois important de noter que ces expériences ont permis d’observer pour la 
première fois en laboratoire des augmentations de courant dues à un biofilm électroactif 
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développé en eau de mer. Cette approche globale avec le biofilm entier a en outre permis de 
valider les conditions électrochimiques mises en œuvre avec les isolats marins (électrode 
d’acier inoxydable polarisée à -0.24 V/ECS) et de nouvelles conditions de travail ont pu être 
définies pour l’étude de l’électroactivité des isolats marins en chronoampérométrie, les 
résultats suggérant l’utilisation de l’eau de mer comme milieu d’étude. En conséquence, 
aucune conclusion complémentaire n’a pu être dressée quant à l’électroactivité des isolats 
marins d’après les essais effectués dans les conditions opératoires précédemment mises en 
œuvre, mais l’analyse de ces résultats a permis d’orienter l’étude vers de nouveaux travaux 
menés cette fois en voltammétrie cyclique.  
 
IV.3.2. Voltammétrie cyclique appliquée aux isolats marins 
 
 La procédure précédemment établie avec les isolats du terreau a montré que la 
voltammétrie cyclique était un outil simple et rapide permettant de vérifier si les bactéries 
sont capables de catalyser la réduction de l’oxygène. Les isolats marins étant issus de biofilms 
électroactifs capables de réduire l’oxygène en utilisant les électrons d’une électrode d’acier 
inoxydable, ils ont été testés selon cette procédure. Les résultats obtenus avec 7 isolats marins 
sont décrits dans la publication intitulée "Catalysis of electrochemical reduction of oxygen by 
bacteria isolated from seawater electrochemically active biofilm". 
 
Le protocole précédemment mis au point (électrode de carbone vitreux, balayage 100 mV/s, 
adsorption des bactéries pendant 90 min sous agitation magnétique) a été appliqué à 7 isolats 
marins représentant des groupes prédominants dans des biofilms électroactifs responsables de 
densités de courant élevées et présents de manière minoritaire dans des biofilms électroactifs 
conduisant à des courants moins importants. Il s’agit de : 
- Halomonas aquamarina R -28817, 
- Paracoccus denitrificans R-26162, 
- Roseobacter sp. R-26140, R-28704, R-28809, R-26156 et R-26165. 
Les résultats obtenus ont montré une grande similarité. En effet, tous les isolats se sont avérés 
capables de catalyser la réduction de l’oxygène. Tous les voltammogrammes ont présenté des 
allures similaires avec les caractéristiques suivantes : 
- décalages de potentiel (pour l’intensité de -6 μA) compris entre 0.20 et 0.39 V, 
- pics de potentiels situés entre -0.41 et -0.45 V/SCE  
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- amplitudes comprises entre -16.5 et -20.6 μA.  
D’après les fortes similitudes relevées entre les isolats marins et les isolats du terreau, il a été 
supposé que des mécanismes identiques pouvaient être mis en jeu. Précédemment, 
l’implication d’enzymes présentes sur la membrane des bactéries avait été évoquée. Afin 
d’étayer cette hypothèse, des expériences supplémentaires ont été réalisées avec l’isolat marin 
Roseobacter sp. R-26140 : 
- Dans un premier temps, la procédure standard a été appliquée au filtrat de la culture 
bactérienne obtenu en filtrant la culture à travers un filtre de porosité 0.2 μm. Dans ce 
cas, pour l’intensité de -6 μA, un décalage de potentiel de 0.20 V a été mis en 
évidence mais pas de réel pic de courant. Le fait d’observer une catalyse moins 
marquée avec le filtrat a suggéré que les composés responsables du transfert 
électronique étaient présents en concentration plus faible qu’avec la suspension 
bactérienne. Ainsi, des enzymes extracellulaires ou liées à la membrane et libérées par 
la lyse des cellules pourraient être à l’origine de la catalyse de la réduction de 
l’oxygène.  
- Dans un deuxième temps, la procédure standard a été effectuée avec une électrode de 
graphite pyrolytique, montrant une très faible catalyse de la réduction de l’oxygène. 
Des images effectuées par microscopie électronique à balayage de la surface des 
électrodes après l’étape d’adhésion des bactéries ont montré des taux de recouvrement 
différents selon le matériau d’électrode utilisé : 26% sur le graphite pyrolytique et 
50% sur le carbone vitreux. Cependant les différences de catalyse observées entre les 
deux matériaux n’ont pas été directement corrélées à ces taux de couverture. Par 
contre, les images ont révélé de profondes différences de morphologie des bactéries 
adhérées sur les électrodes. Sur le carbone vitreux, les bactéries semblaient s’être 
développées dans un film de polymères contrairement aux bactéries adhérées sur la 
surface du graphite pyrolytique. Ainsi ce film aurait permis de retenir des enzymes 
excrétées par les bactéries proches de la surface de l’électrode induisant alors une 
catalyse efficace de la réduction de l’oxygène.  
 
Cette étude a ainsi apporté des éléments supplémentaires pour étayer les discussions 
concernant les mécanismes de la biocorrosion des aciers inoxydables en eau de mer. Dans ce 
domaine le rôle des enzymes extracellulaires piégées au sein des biofilms est en effet supposé 
primordial. 
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Abstract 
Stainless steel electrodes were maintained for some days in seawater under a constant 
polarization of -0.20 V vs. Ag/AgCl. The cathodic current of oxygen reduction increased up 
to values of around 200 mA/m2 because of the formation of a microbial biofilm that catalyzed 
this reaction. The genomic analysis of these electrochemically active biofilms revealed a very 
high phylogenetic diversity, with representatives of α- and γ-subclasses of the Proteobacteria, 
Flavobacteriaceae, Actinobacteria and Firmicutes. Several isolates were selected and a cyclic 
voltammetry (CV) procedure was designed to check the possible electrocatalytic activity of 
each strain. The adsorption condition of the microbial cells on the electrode surface was 
demonstrated to be a key parameter for the electrochemical response. Each isolate exhibited 
similar high catalytic efficiency towards the electrochemical reduction of oxygen, with shifts 
of potential between 0.20 and 0.39V. The comparison of CVs performed with glassy carbon 
and pyrolytic graphite electrodes, analysis of the surface properties, and SEM micrographs 
indicated that the catalytic effect was not directly correlated with the number of adsorbed cells 
but more dependent on the presence of an extracellular film around the microbial cells. The 
catalytic effect was attributed to redox proteins that were released from the bacteria and 
entrapped in the extracellular film.  
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In the field of microbial corrosion, it has long been known that biofilms formed on stainless 
steels in seawater are able to catalyze the reduction of oxygen on these materials [1, 2]. This 
biofilm-driven catalysis of oxygen reduction has been recently developed to design stainless 
steel biocathodes. Current densities of up to 460 mA/m2 have been observed with biofilm-
coated stainless steel electrodes polarized at potential values in the range -0.10 to -0.40 
V/SCE [3]. A stainless steel cathode covered by a marine biofilm has also been successfully 
used in a marine microbial fuel cell [4]. However, the mechanism of the catalysis of oxygen 
reduction by marine biofilms has not been clearly elucidated. Different hypotheses have been 
evoked in the field of microbial corrosion. They include production of hydrogen peroxide in 
the biofilm [5-7], modification of the nature of the oxide layers of the stainless steel beneath 
the biofilm [8], or involvement of extra-cellular compounds and enzymes [9, 10]. The 
influence of manganese ions and manganese oxidizing bacteria has also been demonstrated 
[11]. These models convincingly explain the open circuit potential increase, which constitutes 
a main parameter in corrosion, but they have not yet been able to reproduce in the laboratory 
the high current densities obtained under constant polarization with natural biofilms formed in 
sea environments.  
To date, only a few studies have dealt with microbial identification of the bacterial 
communities making up cathodic biofilms. They are mainly devoted to the biofilms formed 
on the graphite cathodes of microbial fuel cells placed in seawater [12, 13] but do not focus 
on the electrochemical activity of the biofilms and no electrochemical investigation of the 
associated bacteria or isolates has been carried out. In contrast, the electrochemically active 
biofilms developed on the anodes of microbial fuel cells have been intensively investigated, 
and several bacteria have thus been identified or isolated that have proved to be able to 
oxidize organic matter using an electrode as electron acceptor [14-16]. For instance, pure 
culture of Geopsychrobacter electrodiphilus isolated from the anode of a sediment microbial 
fuel cell has been found to supply very high current densities [15], showing the relevance of 
the isolation of bacteria directly from electrochemically active biofilms for the identification 
of electrochemically efficient bacteria.  
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The purpose of the present work was to look for electrochemically active bacterial strains 
from the aerobic marine biofilm, with a view to contributing new elements for understanding 
the mechanism of the biofilm-driven electro-catalysis of oxygen reduction. Bacteria of 
electrochemically active biofilms formed in seawater have been recently isolated and 
identified [17]. This identification work was used to good advantage in the checking of the 
electro-activity of the preponderant microbial species. Electrochemical activity of the isolates 
was investigated through cyclic voltammetry (CV) because this technique provides quite fast 
tests and has been previously shown to be powerful in detecting the capability of 
microorganisms to catalyze electrochemical reactions [18, 19]. Moreover, CV has recently 
revealed the unexpected capability of Enterobacter spp. and Pseudomonas spp., which were 
isolated from biofilms developed in garden compost, to catalyze the electrochemical reduction 
of oxygen [20]. The purpose of the present work was to implement a similar CV technique on 





2.1. Marine biofilm growth 
Seawater biofilms were formed at the marine station of the Instituto di Scienze Marine in the 
Genova harbour (Italy). Stainless steel electrodes (UNS S0254, 20 × 30 cm) were plunged 
into a 100 L basin of seawater that was continuously renewed (6 L/h) and thermostatically 
maintained at 25°C. Electrodes were polarized at -0.20 V vs Ag/AgCl. 
 
2.2. Bacteria isolation 
The microbial diversity of the aerobic electroactive seawater biofilm was investigated by a 
polyphasic approach including both culture-dependent and culture-independent techniques 
[17]. The stainless steel cathodes were sonicated for 90 s (Branson 3200TM) in 30 mL of a 
NaCl solution at 0.85 % (w/v). Cell solutions were prepared by serial dilutions, inoculated on 
Marine Agar (MA) (DifcoTM 2216) and incubated aerobically for at least 5 days at 20°C. 
Colonies were picked up and subsequently inoculated on MA. Pure cultures were stored at –
20°C or –80°C using the MicroBankTM system. 
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2.3. Cyclic voltammetry 
Escherichia coli strain K-12 was cultivated in 30 mL liquid Tryptic Soy Broth (TSB) medium 
and marine isolates in 30 mL Marine Broth (MB) medium. Both cultures were carried out at 
30°C under magnetic stirring (250 rpm) for 24 h. Cells were then washed in the manner 
described elsewhere [20]. The cell concentration in the final working suspension was 
measured from the optical density (OD) at 620 nm with a UV-visible spectrophotometer. 
Cyclic voltammograms were performed at 100 mV/s at ambient temperature with a 
multipotentiostat (VMP2 Bio-Logic SA, France). A three-electrode system was used in a 100 
mL glass cell (Metrohm) with a saturated calomel electrode (SCE) as reference and a 
platinum wire (0.5 mm diameter) as counter electrode. Glassy carbon (GC) rods (V25, 3 × 
150 mm, Carbone Lorraine, France) and pyrolytic graphite (PG) rods (6.15 × 305 mm, 
Carbone Lorraine, France) were used as working electrodes. They were inserted in insulating 
resin to obtain disk electrodes of 3 and 6.15 mm diameter respectively. The electrodes were 
polished with successively finer grade (P120, P400, P800, P1200, P2400, P4000) abrasive 
discs (LAM-PLAN, France) before each electrochemical experiment. The potential scan 
started from the open circuit potential and progressed towards the upper limit, in the range -
1.00 to 0.70 V/SCE with GC electrode and between -0.75 and 0.40 V/SCE with PG electrode. 
The standard CV procedure was composed of 4 steps set in the electrochemical cell without 
moving the electrodes:  
- CV1 was performed in 5 mL sodium phosphate buffer (NaH2PO4) 0.1 M at pH 7.5, 
10 min after the electrochemical cell had been filled in order to allow the potential 
of the working electrode to stabilize.  
- CV2 was performed directly after addition of 1 mL bacterial cell suspension in the 
buffer solution.  
- The electrode was kept in the bacterial cell suspension, stirred with a Teflon-
coated magnetic stirrer, for 90 min before CV3 was recorded. 
In order to compare the effectiveness of the catalysis of oxygen reduction among the different 
experiments, the potential shift was measured at a constant value of the current, arbitrarily 
chosen at -6 μA, for all voltammograms.  
 
2.5. Surface analysis 
Water contact angles were determined with osmosed water by the sessile drop technique, 
using a DGD Fast 60 goniometer (GBX Scientific Instruments, Romans sur Isère, France) 
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coupled with Windrop++ software to record and analyze images. The data given result from 
averaging 10 measurements at different positions on the surface. 
Scanning electron microscopy (SEM) was carried out on a LEO 435 VP-Carl Zeiss SMT at 
×10000 magnification working at 10 kV acceleration voltage. Bacteria adsorbed on the 
electrode surface were fixed with 2% (w/v) glutaraldehyde in 0.1 M sodium cacodylate buffer 
(pH 7.4) applied for 20 min. Then the fixative buffer was poured out and the sample was 
washed twice for 15 min with fresh cacodylate buffer (0.1 M, pH 7.4) containing 0.2 M 
sucrose. Post-fixation was achieved with 1 % osmium tetroxide in 0.1 M sodium cacodylate 
buffer (pH 7.4) and 0.15 M sucrose for 20 min. The fixative buffer was then poured out and 
samples were dehydrated through graded acetone series: 50% acetone for 5 min, 70% acetone 
for 5 min, 100% acetone for 30 min. Final dehydration was performed with acetone and 
hexamethyldisilazane (50:50) until total evaporation under laminar air flow hood. The 
samples were sputtered with a thin layer of gold to guarantee their electrical conductivity. A 
gold film of approximately 10 nm was grown by means of a Scancoat Six SEM (Edwards) 
sputter coater. 
Digital image analyzing software (Image-Pro Plus, Media Cybernetics) was used to measure 
the percentage area of bacterial coverage on the electrode surface.  
 
 
3. Results  
3.1. Origin and description of isolates 
Electrochemically active biofilms were formed on the surface of stainless steel cathodes 
immersed in seawater and polarized at -0.20 V/SCE. The current generally started to increase 
after 7 days and stabilized after 15 days. It has been demonstrated that this current was due to 
the progressive catalysis of oxygen reduction induced by the biofilm growth on the electrode 
surface [3]. The most effective biofilms resulted in current densities around 200 mA/m2. In 
some rare cases, biofilms proved to be less effective and gave smaller current values, without 
any obvious explanation. The electrodes were removed from the seawater basin when the 
current density stabilized.  
The isolates were screened and tentatively identified by Whole Cell Fatty Acid Methyl Ester 
(FAME) analysis [21]. The FAME profiles obtained were clustered and the genomic diversity 
was investigated by rep-PCR fingerprinting. Representatives of each FAME cluster were 
selected for 16S rRNA gene sequence analysis to identify the isolates more accurately. These 
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microbial analyses revealed that the phylogenetic diversity was very high. Representatives of 
α- and γ-subclasses of the Proteobacteria, Flavobacteriaceae, Actinobacteria and Firmicutes 
were detected. We selected one isolate (R-28817) identified as Halomonas aquamarina of the 
γ-subclass of the Proteobacteria and six genotypically different isolates, belonging to the 
Roseobacter-lineage of the α3-subclass of the Proteobacteria (i.e. R-26140, R-28704, R-
28809, R-26162, R-26156 and R-26165) for the cyclic voltammetry. The selected isolates 
represented predominant groups in an electrochemically active biofilm while these groups 
were almost absent in a less electrochemically active biofilm, as detected by a variety of 
culture dependent techniques such as FAME analysis and BOX-PCR fingerprinting.  
 
3.2. Definition of a standard CV procedure  
Cyclic voltammograms were achieved on glassy carbon disk electrodes at 100 mV/s in 5 mL 
phosphate buffer pH 7.5 (CV1) and just after the addition of 1 mL marine isolate 
Halomononas aquamarina R-28817 (CV2). The 1 mL bacterial cell suspension had an OD of 
0.341. CV were then recorded after the electrode had been kept for 30 min and 90 min in the 
bacterial cell suspension with magnetic stirring or 12 h without magnetic stirring (Fig. 1). No 
catalysis was observed in CV2 just after addition of the bacterial cells but, in CV3, the 
potentials were shifted towards positive values indicating that the reduction reaction was 
catalyzed. The effectiveness of the catalysis was assessed by measuring the positive shift of 
potential at a constant value of current, arbitrarily chosen at -6 μA for all voltammograms. 
Here the shifts of potential were 0.15 and 0.39 V with contact times of 30 and 90 min 
respectively under magnetic stirring. When the electrode was kept in the bacterial cell 
suspension for 12 h without stirring, the shift of potential was 0.33 V. The amplitudes of the 
reduction peaks were -10.0, -20.1 and -13.2 μA for contact times of 30 min, 90 min and 12h 
respectively. According to these results, the capacity of bacteria to catalyze the oxygen 
reduction was improved after the electrode was dipped in the bacterial cell suspension for 90 
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Fig. 1. Influence of the contact time on the oxygen reduction peak. CV1: Cyclic 
voltammograms in phosphate buffer solution before cell injection, CV2 directly after addition 
of 1mL bacterial cell suspension of Halomonas aquamarina R-28817. The electrode was kept 
in the bacterial cell suspension for 30 min or 90 min with magnetic stirring, or 12h without 
magnetic stirring. Glassy carbon electrode, scan rate 100 mV/s. 
 
 
Control experiments, in which the bacterial cell suspension was replaced with buffer solution, 
confirmed that no catalytic effect was observed (Fig. 2). The same procedure implemented 
after deoxygenating the solution by 20 minutes' nitrogen bubbling confirmed that the peak 











Fig. 2. Control cyclic voltammograms: CV1 and CV3 of the standard CV procedure 
performed with phosphate buffer solution only. Glassy carbon electrode, scan rate 100 mV/s. 
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The standard CV procedure applied to a bacterial cell suspension of Roseobacter sp. R-28704 
(initial OD = 0.300) showed a shift of potential of 0.31 V at -6 μA on CV3 with a peak 
current of -18.7 μA (Fig. 3). The solution containing the cell suspension was replaced by fresh 
medium and a new CV was performed with the same electrode. A quite similar cyclic 
voltammogram was observed with a shift of potential of 0.28 V at -6 μA and a peak amplitude 
of 16.6 μA. When the electrode was cleaned with smooth paper, a little wave was found 
which disappeared in successive cycles. These data showed that the bacterial cells responsible 
for the catalysis of oxygen reduction were adsorbed on electrode surface. The slight 
desorption of bacteria when the electrode was dipped into fresh buffer solution was expressed 
by a small decrease of the potential shift and peak amplitude compared to those obtained in 
the bacterial cell suspension. That was also consistent with the enhancement of catalysis with 
the contact time between the electrode and the bacterial cell suspension (Fig. 1) and the fact 











Fig. 3. CV1 and CV3 (standard CV procedure) with bacterial cell suspension of Roseobacter 
sp. R-28704, CV after replacement of the bacterial cell suspension with fresh buffer and CV 
after electrode cleaning. Glassy carbon electrode, scan rate 100 mV/s. 
 
 
3.3. Application of the CV procedure to marine bacterial isolates 
The standard CV procedure applied to the 7 bacterial isolates showed high reproducibility in 
the catalysis of oxygen reduction (Fig 4). The bacterial cells catalyzed the oxygen reduction 
with a shift of potential in the range 0.20 to 0.39 V at -6 μA (Table 1). The cathodic peaks had 
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the same shape with a peak potential between -0.41 and -0.45 V/SCE and amplitude within 
























Fig. 4. CV1 and CV3 (standard CV procedure) applied to bacterial cell suspensions of 
Roseobacter sp. R-26140 (graph A), Roseobacter sp. R-26156 (graph B), Roseobacter sp. R-
26165 (graph C), Silicibacter sp. R-26162 (graph D), Sulfitobacter pontiacus R-28809 (graph 
E). For Roseobacter sp. R-28704, see Fig. 3 and for Halomonas aquamarina R-28817, see 
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Table 1. Characteristics of oxygen reduction catalyzed by 7 bacteria isolated from a seawater 












H. aquamarina R-28817 0.341 0.39 -20.1 -0.41 
Roseobacter sp. R-28704 0.300 0.31 -18.7 -0.41 
Roseobacter sp. R-26140 0.424 0.30 -20.6 -0.41 
Roseobacter sp. R-26156 0.304 0.27 -17.0 -0.45 
Roseobacter sp. R-26165 0.218 0.30 -17.0 -0.45 
Silicibacter sp. R-26162 0.345 0.36 -16.5 -0.40 
S. pontiacus R-28809 0.352 0.20 -19.5 -0.44 
 
 
Several standard CV procedures performed with Roseobacter sp. R-26140 at different 
concentrations showed that the peak amplitude increased linearly with the OD of the bacterial 
cell suspension (Fig. 5), unlike the shift of potential, which reached a threshold around 0.30 V 










Fig. 5. Relationship between the difference of peak currents of CV1 and CV3 (standard CV 
procedure) and the optical density of the bacterial cell suspension of Roseobacter sp. R-
26140. 
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A culture of Roseobacter sp. R26140 (OD 0.206) was filtered through a 0.2µm filter and 1 
mL of filtrate was added to the buffer solution (Fig. 6). In this case there were no cells in the 
solution, but only the metabolites resulting from the culture. A small catalytic effect was 











Fig. 6. CV1 and CV3 (standard CV procedure) obtained with the filtrate of bacterial cell 
suspension of Roseobacter sp. R26140. Glassy carbon electrode, scan rate 100 mV/s. 
 
 
As a kind of control experiment, the standard CV procedure was applied to bacterial cell 
suspension of Escherichia coli K-12 (OD = 0.615 A). Several experiments showed the 
catalysis of oxygen reduction with a shift of potential around 0.23 V at -6 μA on CV3. Only a 
small a peak current of -7.1 μA was observed at -0.47 V/SCE. 
 
In contrast to what was observed with GC electrodes, Roseobacter sp. R26140 was not able to 
achieve efficient catalysis on pyrolytic graphite (Fig. 7). A small wave corresponding to 
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Fig. 7. CV1 and CV3 (standard CV procedure) with bacterial cell suspension of Roseobacter 
sp. R-26140 on a pyrolytic graphite electrode at 100 mV/s. 
 
 
SEM images were taken on bare surfaces of GC and PG and on the same surfaces after 90 
min adsorption of the microbial cells. The SEM pictures revealed different adhesion 
conditions for the two materials (Fig. 8A-D). The percentages of surface area covered by 
adherent bacteria determined from SEM pictures by digital image analysis (see experimental 
section) were 26% on PG and 50% on GC. Obviously, the very small catalytic effect observed 
on PG (in terms of current enhancement) was not half the catalytic effect obtained with GC. It 
may be concluded that the difference in catalytic efficiency between the two materials was not 
straightforwardly correlated with the number of bacteria adhering to the surface. The 
measurement of the contact angle with water by the sessile drop method gave the same value 
of 79° for both materials, which corresponds to a slightly hydrophilic surface. The difference 
with regard to coverage ratio cannot be explained by differences in hydrophilicity. SEM 
pictures also showed similar surface roughness of the clean materials, but they indicated a 
clear difference in the morphology of the adsorbed bacteria. Cells adsorbed on the GC surface 
seemed to be coated by a film, which made the bacteria appear brighter than on the PG 
surface. In addition, SEM pictures showed small craters scattered all over the bare surface of a 
clean GC electrode (Fig. 8A). After bacterial adhesion, craters were no longer observed 
anywhere, indicating that a fairly uniform film certainly coated the electrode surface (Fig. 
8C). In contrast, on PG the roughness of the surface was still apparent between adhered 
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bacteria. The bacterial cells seemed to be simply deposited on the surface, without the 

















Fig. 8. SEM images (magnification x10000) of a bare electrode surface of glassy carbon 
(Graph A) and pyrolytic graphite (Graph B), and after the electrodes had been kept in a 
bacterial cell suspension of Roseobacter sp. R-26140 for 90 min with magnetic stirring, glassy 




The electrochemical data obtained here with the marine isolates on GC electrodes are similar 
to data reported previously with Enterobacter spp. and Pseudomonas spp. These strains were 
isolated from an electrochemically active biofilm developed in garden compost. In this case, 
the initial biofilm was developed in an anaerobic environment, but isolates were cultivated in 
aerobic conditions [20]. All these results suggest that the capability of microorganisms to 
catalyze the electrochemical reduction of oxygen is quite a widespread property in the aerobic 
species that form electro-active biofilms. The catalytic effect that was observed with E.coli 
K12 also suggests that the ability to catalyze oxygen reduction may be shared by a large 
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number of aerobic bacteria. However, in comparison with results obtained with marine 
isolates, all cyclic voltammograms performed with E.coli K-12 gave significantly smaller 
catalytic effects. Isolates coming from the electroactive biofilms therefore revealed a more 
effective catalytic capability. 
The difference observed here between GC and PG electrodes cannot be directly linked to the 
number of cells adsorbed on the electrode surface, but rather to the kind of adsorption. The 
higher efficiency of catalysis with GC electrodes compared to PG electrodes may be 
explained by the presence of the extracellular film on the GC electrode, which may be 
assumed to maintain some redox proteins released by the cells in contact with the electrode 
surface. The weak efficiency observed with the filtrate of Roseobacter sp. R26140 may 
therefore be due to the same redox proteins either released by bacteria or resulting from 
bacterial lysis. In this case, because of the absence of bacteria in the filtrate, there was no film 
formation on the electrode surface and the proteins were only dissolved in the bulk solution. It 
should be noted that the weak catalysis observed with the filtrate was similar to what was 
observed with PG electrode, on which the absence of extracellular film did not allow proteins 
to be retained on the electrode surface. All these observations support the idea that the 
catalysis of oxygen reduction observed here may be due to redox proteins produced by some 
microbial cells. In the field of microbial fuel cells, several basic investigations have shown the 
involvement of heme proteins, bound to the outer membrane cells, in the electron transfer 
between anodes and cells [22]. In parallel, it has been reported recently that heme proteins, 
such as iron-porphyrins, adsorbed on stainless steel cathodes are able to induce an effective 
catalysis of oxygen reduction [23]. Moreover, it is known that metal complexes, such as iron-
porphyrins, are present in natural biofilms and reveal a very high stability [24]. Identifying the 
presence of iron-porphyrins or heme proteins in the isolates that led to electrochemical 
activity may be a new objective to support the hypothesis. 
In the field of microbial corrosion, involvement of redox proteins, which may be entrapped in 
the biofilm matrix, has sometimes been evoked to explain the catalytic effect of marine 
biofilms on oxygen reduction [1, 9]. Catalysis of this cathode reaction increases the open 
circuit potential of the material. In the case of stainless steels, higher potential values favor the 
disruption of the passive protective layer, which can lead to severe pitting corrosion. 
Extracellular enzymes such as catalases, peroxidases or superoxide dismutases, which would 
logically be present in aerobic biofilms and may be retained against the electrode surface by 
the biofilm matrix, have been suspected of playing a role in this catalysis [25]. A theoretical 
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model has also been designed recently to match the kinetics of the current increase due to 
seawater biofilm growth on stainless steel under constant polarization. This model has shown 
that the current increase is controlled by enzyme-type kinetics [26].  
The results presented here may reinforce the hypothesis of an enzyme-driven mechanism for 
aerobic microbial corrosion in seawater. This catalysis may be due to the production of redox 
proteins that are entrapped in the biofilm matrix, rather than to a direct electron transfer 
between the microbial cell and the electrode, as has been demonstrated for numerous anodic 
processes. It may explain that a large number of the microbial species contained in an 
electroactive biofilm seem able to reproduce this catalysis in a very efficient way. To a lesser 




Seven isolates were collected from marine biofilms that catalyzed oxygen reduction on 
stainless steel cathodes. The high efficiency of each isolate towards oxygen reduction 
catalysis was demonstrated with CVs performed on GC electrodes. It may therefore be 
supposed that the catalysis of oxygen reduction by the marine biofilm may be due to the 
contribution of a large number of bacteria and not only of a few specific ones. The 
comparison of bacteria adhering to GC and PG surfaces suggested an important role for the 
extracellular film that may entrap redox proteins released by the microbial cells. Aerobic 
marine biofilms are known to play a key role in microbial corrosion of stainless steels, and 
this study may revive the discussion on the mechanisms by again pointing out the essential 
role of extracellular redox proteins entrapped in the biofilm matrix. Moreover, it may open up 
a new pathway towards the optimization of the microbial catalysis of oxygen reduction at 
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IV.4. Conclusions 
 
 Les études menées en voltammétrie cyclique avec les isolats aérobies facultatifs des 
biofilms formés dans le terreau n’ont pas apporté d’explication quant aux micro-organismes 
responsables de l’oxydation de l’acétate dans cet environnement. Cependant les résultats 
obtenus ont permis d’ouvrir deux voies de recherche en : 
- suggérant de futurs travaux d’isolement des bactéries des biofilms du terreau par une 
approche en culture-dépendante en conditions anaérobies avec un milieu différent que 
le milieu TSB utilisé dans cette partie. La composition du milieu serait alors en 
adéquation avec les propriétés de transfert d’électrons propres aux bactéries 
électroactives (résultats présentés dans le chapitre V de ce manuscrit), 
- utilisant la procédure basée sur la voltammétrie cyclique avec les isolats marins. Le 
protocole mis au point permettant de révéler la capacité des bactéries à catalyser la 
réduction de l’oxygène, il paraissait adapté à l’étude des isolats issus des biofilms 
formés en eau de mer.  
Les résultats obtenus en voltammétrie cyclique avec les isolats marins ont ainsi montré une 
importante capacité de ces bactéries à catalyser la réduction de l’oxygène. De plus, la catalyse 
a été observée avec tous les isolats testés, suggérant qu’une multitude d’autres isolats seraient 
capables d’utiliser les électrons d’une électrode pour effectuer la réduction de l’oxygène. 
Paradoxalement, aucun transfert d’électrons entre les isolats marins et une électrode n’a pu 
être mis en évidence en chronoampérométrie. L’ensemble des essais effectués ont tout de 
même permis de mieux cibler les futures conditions opératoires pouvant être mises en œuvre 
pour détecter l’électroactivité de ces bactéries. Par ailleurs, les différents résultats observés en 
chronoampérométrie et en voltammétrie cyclique sont en accord avec ce qui avait été 
précédemment mis en évidence dans le terreau : les deux techniques électrochimiques ne 
traduisent pas les mêmes phénomènes électroniques. En conséquence, même si à l’échelle 
locale les isolats pris individuellement sont capables d’utiliser les électrons d’une électrode 
(montré par la voltammétrie cyclique), le grand nombre d’isolats identifiés suggèrent que des 
interactions entre les bactéries pourraient intervenir au sein du biofilm empêchant d’observer 
les transferts électroniques en chronoampérométrie dans les conditions actuellement mises en 
œuvre.  
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V.1. Introduction 
 
 Dans le chapitre précédent, les résultats obtenus en voltammétrie cyclique avec les 
isolats aérobies facultatifs des biofilms électroactifs du terreau permettent de penser que les 
bactéries responsables du transfert des électrons à l’électrode à partir de l’oxydation de 
l’acétate étaient probablement anaérobies strictes. A la suite de ces observations, une nouvelle 
campagne d’isolement sur milieux sélectifs, cette fois en conditions anaérobies, a été menée. 
Dans ce cas, deux milieux contenant du Fe(III) comme accepteur d’électrons et de l’éthanol 
comme donneur d’électrons ont été utilisés. Pour ces milieux, seules changent la nature et la 
concentration des composés minéraux (se reporter au chapitre 2, paragraphe II.6.7. de ce 
manuscrit). Ils ont été choisis pour deux raisons : 
- l’approche moléculaire (culture-indépendante) a montré une prédominance de 
bactéries ferriréductrices avec une importante majorité de bactéries appartenant au 
genre Pelobacter, puis des bactéries du genre Geobacter. 
- leur composition est inspirée d’un milieu précédemment défini pour étudier des 
micro-organismes issus de sédiments anaérobies capables d’oxyder l’acétate et 
d’autres acides gras à courte chaîne en CO2 en utilisant simultanément du Fe(III) 
comme unique accepteur d’électrons (Lonergan et al., 1996). Par la suite, les 
bactéries de cette étude appartenant à la famille des Geobacteraceae se sont 
avérées capables d’utiliser une électrode comme accepteur d’électrons (Bond et al., 
2002 ; Bond et Lovley, 2003).  
Dans un premier temps, la mise en culture du biofilm sur ces nouveaux milieux a permis 
d’obtenir un consortium bactérien. Par la suite, 25 isolats ont été cultivés séparément. Parmi 
ces isolats, 19 ont été identifiés comme étant des souches de Geobacter bremensis. Ce résultat 
ne correspond pas à la proportion révélée par la méthode culture-indépendante non sélective, 
il semberait que le milieu utilisé a favorisé la croissance de Geobacter bremensis par rapport à 
Pelobacter spp.. Jusqu’à présent il n’a d’ailleurs pas été possible de formuler un milieu 
permettant de cultiver des isolats du genre Pelobacter.  
 
Les études en culture pure initiées par ces résultats se sont alors portées sur : 
- plusieurs souches de Geobacter bremensis directement isolées des biofilms 
électroactifs du terreau, 
- la souche commerciale Geobacter bremensis DSM 12179 (pour établir une 
comparaison avec les isolats), 
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- la souche commerciale Pelobacter venetianus DSM 2395 (souche voisine des 
Pelobacter spp. du terreau). 
La vérification de l’électroactivité de ces bactéries a été effectuée en chronoampérométrie en 
oxydation (les résultats obtenus avec les différentes souches de Geobacter bremensis font 
l’objet d’une publication) et en réduction. En oxydation, les deux techniques 
électrochimiques, chronoampérométrie et voltammétrie cyclique ont été utilisées en parallèle. 
Cette fois, afin d’évaluer l’électroactivité du biofilm réel et non plus simplement celle de 
cellules bactériennes adhérées sur la surface de l’électrode, les voltammétries cycliques ont 
été réalisées in situ dans le réacteur, pendant la chronoampérométrie, avec l’électrode de 
travail utilisée pour la chronoampérométrie. 
 
 
V.2. Electroactivité des cultures pures en conditions d’oxydation 
 
V.2.1. Résultats obtenus avec les souches Geobacter bremensis 
 
 L’obtention d’isolats anaérobies issus des biofilms du terreau a initié une nouvelle 
série de chronoampérométries ayant pour objectifs de reproduire les phénomènes observés 
dans le terreau et d’optimiser les conditions mises en œuvre en réacteur afin d’obtenir les 
densités de courant les plus élevées possible. Tous les essais ont été effectués à 0.50 V vs 
Ag/AgCl, en absence de Fe(III)-acide nitrilotriacétique afin de contraindre les bactéries à 
utiliser l’électrode comme accepteur d’électrons. Plusieurs étapes successives comprenant 
l’évolution de l’étude du consortium bactérien aux isolats et l’optimisation des conditions 
opératoires (milieu de culture, matériau d’électrode et apport en nutriments) ont permis 
d’améliorer à chaque fois les densités de courant. Les résultats obtenus dans ce cadre sont 
présentés dans la publication "Electrochemically active strains of Geobacter bremensis 
isolated from electrochemically active biofilm". Cette publication étant en cours de 
préparation, le texte à suivre présente uniquement les résultats issus de ce travail et ne détaille 
pas les résultats des approches culture-indépendante et culture-dépendante évoqués dans ce 
chapitre qui ont été obtenus au LEMiR. Ainsi, les tests électrochimiques menés avec le 
consortium bactérien et une souche commerciale de Pelobacter venetianus sont introduits 
sans que ces deux inoculums aient été définis dans la publication. Cet aspect sera ajouté 
ultérieurement, lorsque la partie traitant de la microbiologie des biofilms électroactifs du 
terreau sera intégrée à l’article. 
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Les premiers essais ont été réalisés avec le consortium bactérien, montrant des densités de 
courant maximales de 99 mA/m2 avec une électrode de DSA® et 656 mA/m2 avec une 
électrode de graphite. Ces valeurs ont été multipliées au minimum par 3 dans des conditions 
d’essai similaires mais avec les cultures pures d’isolats Geobacter bremensis. Ces résultats 
ont donc mis en évidence l’efficacité accrue des isolats pris individuellement et par 
conséquent il semble qu’il n’y ait pas d’interactions de type synergie entre ces différentes 
bactéries. 
Des contraintes de temps nous ont forcé à limiter les essais, 4 isolats parmi les 19 obtenus ont 
donc été choisis pour mener les premiers tests en culture pure. Ces isolats ont été cultivés à 
partir de biofilms prélevés sur des électrodes différentes (mais formés dans le même batch de 
terreau) et sur deux milieux différents (milieux A et C). A l’issue de ces essais, 2 isolats ont 
été retenus pour poursuivre l’optimisation des conditions opératoires : G. bremensis souche E 
et G. bremensis souche B. Ces deux isolats ont été choisis car ils présentaient des profils 
ERIC-PCR différents (Enterobacterial Repetitive Intergenic Consensus, méthode qui permet 
de caractériser des souches bactériennes en amplifiant des séquences d’ADN répétitives), 
indiquant qu’ils représentaient deux souches différentes. Les deux souches retenues ont donné 
les densités de courants les plus élevées pour leur profil respectif. A partir de cette étape, 
l’étude de la souche commerciale G. bremensis DSM 12179 a été ajoutée au programme 
d’essais afin d’évaluer si la caractéristique d’électroactivité était spécifique aux isolats.  
Par la suite, avec ces trois souches, la définition des conditions optimales s’est poursuivie 
selon les étapes suivantes : 
- choix du milieu de culture (résultats non présentés dans la publication) : les deux 
milieux, A et C, utilisés pour les isolements ont été testés. Les meilleures densités 
de courant ont été obtenues dans le milieu A. A titre d’exemple, avec l’isolat G. 
bremensis E, 30 mA/m2 ont été obtenus avec le milieu C et 1403 mA/m2 avec le 
milieu A.  
- choix du matériau d’électrode : des électrodes de DSA® et des électrodes de 
graphite ont été utilisées montrant une amélioration des densités de courant d’un 
facteur 2 à 20 avec le graphite selon la souche considérée.  
- alimentation en continu en substrat : ce paramètre a permis de stabiliser la densité 
de courant à 1730 mA/m2 avec l’isolat G. bremensis E (électrode de graphite).  
Cette étude a montré pour la première fois la capacité d’isolats issus du terreau et identifiés 
comme des souches Geobacter bremensis à transférer des électrons à une électrode. Les 
différentes étapes réalisées en chronoampérométrie ont permis d’optimiser les conditions 
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opératoires mais il est également apparu que l’efficacité du transfert électronique de la souche 
commerciale G. bremensis DSM 12179 était moindre comparée à celle des isolats. A titre 
d’exemple, avec une électrode de DSA®, une densité maximale de 1403 mA/m2 a été 
enregistrée avec la souche G. bremensis E alors que 100 mA/m2 ont été obtenus avec la 
souche commerciale dans les mêmes conditions. Ce résultat a confirmé l’intérêt de la 
démarche adoptée dans ce travail, soulignant l’importance d’étudier les bactéries directement 
isolées des biofilms électroactifs et non des bactéries proches de celles identifiées dans les 
biofilms, comme cela est le plus souvent reporté dans la littérature.  
 
L’étude en chronoampérométrie a été réalisée au potentiel de 0.50 V vs Ag/AgCl afin de ne 
être limité par le transfert d’électrons entre les bactéries et l’électrode. Cependant, dans 
l’optique d’une éventuelle utilisation des isolats G. bremensis dans une PAC microbienne, il 
est apparu important d’évaluer la valeur du potentiel à partir de laquelle ces bactéries sont 
capables d’effectuer l’oxydation de l’éthanol. Ce paramètre a été déterminé par 
l’intermédiaire de voltammétries cycliques réalisées avec l’électrode utilisée pour la 
chronoampérométrie, à différents stades du développement du biofilm à sa surface. Ainsi, 
pour toutes les souches de G. bremensis (isolats et souche commerciale), que ce soit avec 
l’électrode de DSA® ou de graphite, un phénomène d’oxydation a été observé à partir d’un 
potentiel de 0.1 V vs Ag/AgCl.  
Par ailleurs, les travaux menés dans le terreau puis avec les isolats des biofilms ont permis 
d’évaluer l’influence du potentiel sur le biofilm électroactif. Pour cela, des électrodes de 
contrôle (électrodes identiques mais non polarisées) ont été disposées à côté des électrodes 
polarisées à la fois dans le terreau au début de l’étude, puis dans les réacteurs anaérobies 
ensemencés avec les isolats. Des différences entre les électrodes polarisées et les électrodes 
non polarisées ont été relevées : 
- en terme de diversité microbienne : l’approche culture-indépendante à partir des 
électrodes de DSA® enfouies dans le terreau a permis de montrer que la majorité 
des bactéries identifiées sur les électrodes polarisées ont été identifiées comme 
étant des Deltaproteobacteria affiliées aux genres Pelobacter et Geobacter, alors 
que la majorité des bactéries présentes sur les électrodes non polarisées ont été 
identifiées comme étant des Firmicutes (genre Bacillus) et des 
Gammaproteobacteria (genre Pseudomonas), 
- en terme d’activité réductrice : après la mise en culture dans les milieux A et C du 
biofilm récupéré à la surface des électrodes de DSA® enfouies dans le terreau, la 
Chapitre V : Isolats anaérobies 
 
   191  
réduction du Fe(III) a été observée uniquement dans les flacons ensemencés avec 
un biofilm adhéré sur une électrode polarisée, 
- en terme d’activité oxydante : les voltammétries cycliques réalisées avec des 
électrodes de graphite plongées dans les réacteurs ensemencés par les isolats ont 
révélé qu’après 12 jours d’expérience, seules les électrodes polarisées montraient 
des phénomènes d’oxydation, 
- par microscopie confocale : sur des électrodes de graphite immergées dans les 
réacteurs ensemencés par les isolats, après 12 jours d’expérience, seule la surface 
des électrodes polarisées a été colonisée par un biofilm.  
 
Les travaux en culture pure des isolats G. bremensis constituent la deuxième étude après celle 
menée par Holmes et coll. (2004c) réalisée avec des bactéries directement issues de biofilms 
électroactifs. Ils ont permis de montrer pour la première fois l’électroactivité de G. bremensis, 
de mettre en évidence la différence d’efficacité des isolats par rapport à la souche 
commerciale correspondante et de définir les conditions opératoires optimales pour 
l’expression de cette électroactivité. 
 
      
Chapitre V : Isolats anaérobies 
 
   193  
Electrochemically active strains of Geobacter 
bremensis isolated from electrochemically active 
biofilm 
 
Running title: ELECTRON TRANSFER WITH GEOBACTER BREMENSIS 
 
 
Sandrine Parot1, Olivier Nercessian2, Marie-Line Délia1, Wafa Achouak2, Alain Bergel1 
 
1Laboratoire de Génie Chimique, CNRS-INP, 5 rue Paulin Talabot, 31106 Toulouse, France. 
2DSV-DEVM, Laboratoire d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère, UMR 6191, CEA 
Cadarache, 13108 Saint-Paul-lez-Durance, France. 
 
 







Electrochemically active biofilms catalyzing acetate oxidation were formed in garden 
compost on Dimensionally Stable Anodes (DSA) under chronoamperometry at 0.50 V/SCE. 
Identification of microbial communities attached to the electrode surface was achieved 
through culture-independent techniques showing that the biofilm was mainly made up with 
Deltaproteobacteria affiliated to Pelobacter and Geobacter genera. In addition, using a 
selective medium with iron oxides as electron acceptor and ethanol as electron donor, allowed 
a bacterial consortium and 25 isolates to be cultivated. Among these isolates, 19 were 
identified as Geobacter bremensis. Studies were then performed in anaerobic reactors with the 
bacterial consortium, two isolates and the commercial strain Geobacter bremensis DSM 
12179 in order to evaluate their ability to transfer electrons to DSA and graphite electrodes. 
Geobacter bremensis strains grown as biofilms on electrode surface were found to oxidize 
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ethanol leading to current densities from 100 to 1403 mA/m2 on DSA electrodes and from 
2243 to 2489 mA/m2 on graphite electrodes. Cyclic voltammetries performed with the 
biofilm-covered electrodes confirmed the occurrence of an oxidation reaction catalyzed by the 
biofilm from potential values around 0.1 V vs Ag/AgCl. Polarized and non-polarized 
electrodes were compared with regards to microbial population, biofilm development and 
electron transfer effectiveness, showing the drastic influence of the imposed potential on the 
biofilm formation. The strains of Geobacter bremensis isolated here belong to the few 
electrochemically efficient bacteria that have been directly extracted from electrochemically 





Since a few years interest towards electrochemically active microorganisms has been 
increasing especially because of their implication in electricity generation in microbial fuel 
cells (MFCs) (Logan and Regan, 2006; Lovley, 2006; Chang et al., 2006). The 
electrochemical activity of pure cultures of microorganisms have been studied with bacteria 
representative of predominant microbial families identified on anodes of MFCs, such as the 
families Geobacteraceae (Tender et al., 2002; Holmes et al., 2004a; Bond et al., 2002) and 
Desulfobulbaceae (Holmes et al., 2004a) observed in sediment MFCs. Studies have revealed 
that Geobacter sulfurreducens (Bond and Lovley, 2003), Geobacter metallireducens (Bond et 
al., 2002), Desulfuromonas acetoxidans (Bond et al., 2002), Desulfobulbus propionicus 
(Holmes et al., 2004c) and Geothrix fermentans (Bond and Lovley, 2005) were able to use an 
electrode as an electron acceptor. Electrochemical activity has also been found for bacteria 
able to reduce iron oxides such as Rhodoferrax ferrireducens (Chaudhuri and Lovley, 2003) 
and Shewanella putrefaciens (Kim et al., 1999a; Kim et al., 1999b; Kim et al., 2002). These 
studies have been carried out with strains that were available from commercial or private 
bases. In contrast, other few electrochemically active bacteria have been directly isolated from 
biofilms developed on anodes of MFCs. Actually, numerous studies have allowed 
microorganisms belonging to electrochemically active biofilms attached on anodes of MFCs 
to be identified (Lee et al., 2003; Holmes et al., 2004a; Phung et al., 2004; Kim et al., 2004; 
Logan et al., 2005), but very few strains have been isolated from them to date. Different 
strains have been isolated from the surfaces of electricity-harvesting anodes from sediment 
MFCs: Geopsychrobacter electrodiphilus strains A1T and A2 (Holmes et al., 2004b), as well 
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as Aeromonas hydrophila strain PA3 (Pham et al., 2003), Clostridium butyricum strain EG3 
(Park et al., 2001). A strain of Enterobacteriaceae designated as GEB-1 (Kim et al., 2006) 
and strains of Pseudomonas spp. (Rabaey et al., 2004) have been extracted from MFCs 
inoculated with activated sludge. 
In this paper the study of new bacterial isolates identified and isolated from an 
electrochemically active biofilm is described. Previous work has shown the development of 
efficient electrochemically active biofilms in garden compost on electrodes maintained at 
constant potential (Parot et al., 2007a). Current increase has been enhanced up to 545 mA/m2 
with the addition of acetate in the compost (Parot et al., 2007b). Here, chronoamperometries 
were carried out in bioreactors first with a bacterial consortium and then with pure strains 
isolated from the electrochemically active biofilms formed in compost. For the first time, 
strains of Geobacter bremensis were shown to be able to use an anode as electron acceptor. 
Study with isolates was lead in parallel with a commercial strain in order to compare their 
efficiency with regard to electrochemical activity. 
 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Source of microorganisms. Bacterial isolates used in this study came from electrochemically 
active biofilms formed from compost. Dimensionally Stable Anode electrodes (DSA®, Electro 
Chemical Service) polarized at 0.50 V/ECS through a potentiostat (VMP2 Bio-Logic SA) 
were embedded in a 10 L reactor containing compost mixed with acetate as previously 
described (Parot et al., 2007b). Current increased and stabilized after around one week with 
current densities averaging 300 mA/m2. In addition to polarized electrodes, non-polarized 
DSA electrodes were embedded in the same reactor during the same time. After one week, the 
DSA electrode surface (polarized and non-polarized) was scraped and the biofilm was 
recovered. 
Commercial strains of Geobacter bremensis (DSM 12179) and Pelobacter venetianus (DSM 
2395) were purchased from the German Collection of Microorganisms (DSM), 
Braunschweig, Germany. 
 
Media and growth conditions. Growth medium used for the commercial strain Geobacter 
bremensis (DSM 12179) and Geobacter bremensis isolates contained Fe(III)-nitrilotriacetic 
acid (NTA) (5 mM) as the electron acceptor and ethanol (10 mM) as the electron donor and 
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the following (per liter): 1 g NH4Cl; 0.2 g MgSO4, 7H2O; 0.1 g CaCl2, 2H2O; 0.05 g K2HPO4; 
0.43 g NaHCO3; 50 μL of a solution at 10 mg/L resazurin; 1 mL of a solution of Na2S at 10% 
(w/v); 1 mL of the solution element traces SL10 (DSM, Germany); and 1 mL of a 
selenite/tungstate solution (DSM, Germany). Fe(III)-NTA was obtained from a 100 mM 
solution prepared in dissolving 1.64 g NaHCO3, 2.56 g C6H6NO6Na3 (sodium nitrilotriacetic 
acid) and 2.7 g FeCl3, 6H2O in distilled water for a total volume of 100 mL. Solutions of 
Fe(III)-NTA, ethanol, K2HPO4, NaHCO3 and Na2S were added after autoclaving. They were 
sterilized by filtration at 0.2 μm except Na2S that was autoclaved separately. The medium was 
then dispensed into 50-ml sealed bottles and sparged for 15 min with N2/CO2 (80:20) to 
remove oxygen. pH was 6.6. Incubation was done at 30°C. 
Pelobacter venetianus (DSM 2395) was grown in the same conditions as Geobacter 
bremensis with Fe(III)-nitrilotriacetic acid (NTA) (5 mM) as the electron acceptor and ethanol 
(10 mM) as the electron donor. Growth medium contained also (per liter): 0.25 g of NH4Cl; 
0.5 g KCl; 1 g NaCl; 2 g MgCl2, 6H2O; 0.15 g CaCl2, 2H2O; 0.2 g K2HPO4; 2.5 g NaHCO3; 
50 μL of a solution at 10 mg/L resazurin; 1 mL of a solution of Na2S at 10% (w/v); 1 mL of 
the solution element traces SL10 (DSM, Germany); and 1 mL of a selenite/tungstate solution 
(DSM, Germany).  
 
Electrochemical study of bacterial consortium and pure cultures. Electrodes used for 
electrochemical studies were Dimensionally Stable Anode electrodes (DSA, 50×25×1 mm, 
Electro Chemical Service) and graphite electrodes (50×25×5 mm, Goodfellow). Before use, 
the DSA electrodes were cleaned by 5-hour galvanostatic electrolysis at 20 mA/cm2 in a 0.1 
M sulphuric acid solution and graphite electrodes were washed successively in 1 N HCl and 1 
N NaOH solutions with 1-hour rinsing in water after each bath. Electrodes were polarized 
through a potentiostat (VMP2 Bio-Logic SA) with a platinum grid as counter electrode and a 
silver wire coated with silver chloride (Ag/AgCl) as reference electrode. Before use, the 
platinum grid was heated over a gas flame until the metal became red, and the reference 
electrode was rinsed with ethanol. Connections of working electrodes were made with 
titanium wires screwed into holes drilled in the electrodes. 
Bacterial consortium was inoculated in an anaerobic reactor containing 2 L medium with a 
500-mL headspace. An N’Stat was used to allow individual polarization of four working 
electrodes (2 DSA electrodes and 2 graphite electrodes) with respect to the same reference 
and counter electrodes. Pure cultures were inoculated in anaerobic reactors containing 500 mL 
medium with a 100-mL headspace. To maintain anaerobic conditions, all sampling ports were 
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sealed with silicone and N2/CO2 (80:20) was continuously bubbled in the medium through a 
0.2 μm filter. All experiments were performed at 30°C. 
The reactors were filled with a similar medium used for bacterial growth in which the electron 
acceptor, Fe-(NTA), was removed as well as Na2S that created errors in the current recorded 
through bacteria activity. Reactors were inoculated with cultures that had totally reduced Fe-
(NTA) provided in the inoculum. This step was observed when culture became limpid 
indicating that Fe(III) that gave a brown dye to the culture medium was reduced in Fe(II). The 
reactors were inoculated 24 hours after colour switched with 10 % of inoculum. 
Chronoamperometry experiments were carried out at 0.50 V vs Ag/AgCl. For cyclic 
voltammetry, the potential was scanned at 10 mV/s from 0.50 V vs Ag/AgCl starting towards 
positive values, between -0.20 and 0.80 V vs Ag/AgCl with DSA electrodes, and between -
0.80 and 0.80 V vs Ag/AgCl with graphite electrodes.  
 
Confocal laser scanning microscopy. Biofilms attached to graphite electrodes were stained 
with a fluorescent dye solution of Syto 9 (molecular probes) for 10 min in the dark. The 
samples were then rinsed with sterile distilled water and left to dry in the dark in ambient air. 
Confocal fluorescent images were acquired with a SP2 confocal laser scanning system 
equipped with an upright microscope (Leica, Germany) and a 40× (APO, N.A. 0.8) water 
immersion objective. The Ar 488-nm laser was used for excitation of the Syto 9 dye and a 





Biofilm growth. 12 Dimensionally Stable Anode (DSA) electrodes were horizontally 
embedded in a 10 L reactor containing garden compost mixed with sodium chloride (10 mM) 
in order to ensure ionic conduction. 6 electrodes were individually polarized at 0.50 V/SCE 
and the 6 other were not polarized. Acetate (10 mM) was supplied as nutrient. After one day, 
current density gradually increased. As shown in previous studies (Parot et al., 2007a, b) the 
current increase was due to the formation of an electrochemically active biofilm on the DSA 
electrode surface. On 9th day, when the current density stabilized and averaged 300 mA/m2, 
the electrodes were removed in order to analyze the microbial communities attached on both 
polarized and non-polarized electrodes. 
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Electrochemical activity of the bacterial consortium. A sterile anaerobic reactor containing 
two DSA electrodes and two graphite electrodes individually polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl 
was inoculated (10% inoculum) with the consortium of isolates that was previously grown 
with Fe(III)-NTA as electron acceptor. The reactor was gently continuously bubbled with 
N2/CO2 (80:20). Ethanol (10 mM) was provided as the electron donor and no electron 
acceptors other than the electrode were present. Current density began to increase soon after 
inoculation on graphite electrodes and 1.5 days after inoculation on DSA electrodes (FIG. 1). 
Once current density reached its maximal value, 601 and 656 mA/m2 on graphite electrodes 
and 99 mA/m2 on both DSA electrodes, it began decreasing. At 5th day, one graphite electrode 
and one DSA electrode, both covered by a biofilm, were set-up in a new reactor with the same 
arrangement than the initial one containing fresh medium with 10 mM ethanol (FIG. 1A). 
Current density showed to stabilize at its formal value and then to increase again. The two 
other electrodes were cleaned in scraping them with a paper impregnated with ethanol and 
then rinsed with distilled water, thereafter they were dipped again in the initial reactor (FIG. 
1B). In this case, current density dropped to values less than 45 mA/m2 for graphite electrode 









FIG. 1. Current density increase with anaerobic bacterial consortium collected from 
electrochemically active biofilm developed in compost. Day 1 to day 5: 2 graphite electrodes 
and 2 DSA electrodes polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl were set in the same reactor. Day 5, 
Graph A: a graphite and a DSA electrode were plunged in a new reactor containing fresh 
medium with 10 mM ethanol. Day 5, Graph B: the two other electrodes were cleaned and put 
back in the same reactor.  
 
 
Electrochemical activity of bacterial isolates. Pure cultures of two isolates with ERIC 
profile 1, G. bremensis strain E and G. bremensis strain F, and pure cultures of two isolates 
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with ERIC profile 2, G. bremensis strain B and G. bremensis strain D, were chosen to 
inoculate 4 anaerobic reactors. Ethanol (10 mM) was provided as electron donor and a DSA 
electrode polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl as the sole electron acceptor. The reactors were 
continuously bubbled with N2/CO2 (80:20). A control reactor had the same arrangement but 
was not inoculated. A current density increase was observed in reactors inoculated with 
isolates showing maximal values of 1104, 736, 485 and 352 mA/m2 for strains E, F, B and D 
respectively after 3 days. Control reactor displayed no current density.  
 
Comparison of DSA and graphite electrodes as electron acceptor. The commercial strain 
G. bremensis DSM 12179 and the isolates G. bremensis strain E and G. bremensis strain B, 
which showed the highest current density for each ERIC profile, were inoculated in similar 
anaerobic conditions in different reactors with DSA or graphite electrodes polarized at 0.50 
V/SCE as electron acceptor, in order to compare the electron transfer rates. All strains were 
grown in reactor with ethanol (10mM) as electron donor. Current increase profiles were 
different according to the material used. On DSA electrodes, current density increased from 
day 1.5 until reaching maximal values at 1403, 752 and 100 mA/m2 for G. bremensis strain E, 
G. bremensis strain B and G. bremensis DSM 12179 respectively (FIG. 2). On graphite 
electrodes current density increased from day 1 and reached maximal values of 2489, 2296 
and 2243 mA/m2 for G. bremensis strain E, G. bremensis strain B and G. bremensis DSM 
12179 respectively (FIG. 3). These values were higher than those obtained with DSA 
electrodes and showed less discrepancy between each strain. Rates of current increase 
calculated in plotting the logarithm of current density against time for the increasing phase 
were similar on both materials for G. bremensis strain E and G. bremensis strain B with 3.8 
and 3.3 d-1 respectively. On the contrary, G. bremensis DSM 12179 gave current increase 
rates of 3.2 and 1.5 d-1 on graphite and DSA electrodes respectively. 
With all electrodes, after reaching its maximal value, current density decreased regularly. For 
the experiments performed on graphite electrodes, the medium was replaced with fresh 
medium after 5 days, allowing the current density to stop its decrease in reactors inoculated 
with G. bremensis strain E and strain B (Graphs I and II in FIG. 3). However this replacement 
had no effect on the current decrease observed with G. bremensis DSM 12179 (Graph III in 
FIG. 3). 
In all cases no current increase was observed with control experiments performed under 
identical conditions but without inoculation. Current density remained to zero and was not 
affected by medium replacement as shown in Graph IV in FIG. 3. 
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FIG. 2. Current density in 4 independent reactors with DSA electrodes polarized at 0.50 V vs 
Ag/AgCl as electron acceptor and ethanol (10 mM) as electron donor. From 1 to 4, G. 
bremensis strain E, G. bremensis strain B, G. bremensis strain DSM 12179 and control 

















FIG. 3. Current density increase in 4 independent reactors with graphite electrodes polarized 
at 0.50 V vs Ag/AgCl as electron acceptor and ethanol (10 mM) as electron donor. G. 
bremensis strain E (Graph I), G. bremensis strain B (Graph II), G. bremensis strain DSM 
12179 (Graph III) and control experiment (Graph IV). 
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In addition, chronoamperometries were performed with a pure culture of Pelobacter 
venetianus strain DSM 2395 which was related to Pelobacter spp. detected in the compost 
biofilm. An anaerobic reactor (N2/CO2 (80:20) bubbling) containing a DSA or a graphite 
electrode polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl as the sole electron acceptor was inoculated with 
the bacteria that had been grown with Fe(III)-NTA as electron acceptor (10% inoculum). 
Ethanol (10 mM) was provided as electron donor. Chronoamperometries were run for more 
than 15 days but no current increase was monitored neither in the inoculated reactors nor in 
the control reactors. 
 
Cyclic voltammetries (CVs). Chronoamperometry experiments reported in figures 4 and 5 
were suspended daily to perform cyclic voltammetry at 10 mV/s. Chronoamperometry was 
interrupted during CVs recording without changing the electrode configuration in the reactors. 
Comparing the CVs performed just after the bacteria inoculation (day 0) and at day 4, after 
the maximal current density have been reached, showed an oxidation phenomenon from 
around 0.1 V vs Ag/AgCl on both materials. CVs performed with DSA electrodes gave quite 
high residual currents, because of the charge and discharge of the iridium and tantalum oxides 
that constitute their surface (FIG. 4). The oxidation currents were measured by the difference 
between the current densities obtained at the same potential at days 0 and 4. CV results were 
consistent with the results from chronoamperometry, current density being higher with G. 
bremensis strain E than with G. bremensis strain B and G. bremensis strain DSM 12179. No 
oxidation reaction due to soluble species was observed in the control reactor.  
CVs with graphite electrodes displayed different patterns (FIG. 5). Oxidation and reductions 
peaks observed before biofilm development (day 0 and control experiment) were due to the 
direct oxidation and reduction of ethanol. Removing this compound from the solution made 
these peaks disappear. G. bremensis strain E (Graph I) gave a single clear oxidation wave, but 
G. bremensis strain B (Graph II) and G. bremensis strain DSM 12179 (Graph III) exhibited 
more complex redox behaviours. The oxidation peak at -0.20 V vs Ag/AgCl, which was 
certainly coupled with the reduction observed from -0.65 V vs Ag/AgCl. The reduction scans 
also showed a reduction reaction coupled with ethanol oxidation. Finally, comparing the 
oxidation current density recorded with graphite gave different information from 
chronoamperometry, as G. bremensis strain E gave lower current than G. bremensis strain B 
and G. bremensis strain DSM 12179. 
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FIG. 4. Cyclic voltammograms at 10 mV/s performed with DSA electrodes during the 
chronoamperometries reported in figure 4 with G. bremensis strain E (Graph I), G. bremensis 















FIG. 5. Cyclic voltammograms at 10 mV/s performed with graphite electrodes during the 
chronoamperometries represented in figure 5 with G. bremensis strain E (Graph I), G. 
bremensis strain B (Graph II), G. bremensis strain DSM 12179 (Graph III) and control 
experiment (Graph IV). 
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Electron transfer to polarized and non-polarized electrodes. Each reactor that was 
implemented for the chronoamperometry experiments represented in figure 5 contained a 
second graphite electrode placed beside the polarized electrode, which was not polarized. CVs 
performed with the polarized and non polarized electrodes at the end of experiment (day 12) 
showed that the oxidation reaction occurred only with the polarized electrode (FIG. 6). Non 
polarized electrodes showed a redox behaviour close to the electrodes before biofilm 
formation or to the control experiment (FIG. 5). Difference between polarized and non-
polarized electrodes was also evident on CLSM images of the biofilm achieved on electrode 
surface at the end of the chronoamperometry (FIG. 7). A mature biofilm was observed on 
polarized electrode set-up in reactors inoculated with G. bremensis strains, while only few 







FIG. 6. Cyclic voltammograms at 10 mV/s performed with graphite electrodes at the end of 
the chronoamperometries represented in figure 5 (day 12); electrodes were either polarized at 
0.50 V vs Ag/AgCl (chronoamperometry) or non-polarized. Graph I, reactor inoculated with 
G. bremensis strain E; Graph II, reactor inoculated with G. bremensis strain B; Graph III, 
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FIG. 7. CLSM images of 12-day-old biofilms developed on graphite electrodes polarized at 
0.50 V vs Ag/AgCl (upper line) or non-polarized (lower line) set-up in reactors inoculated 
with G. bremensis strain E (column 1), G. bremensis strain B (column 2), G. bremensis strain 
DSM 12179 (column 3) or not inoculated (column 4). Biofilms were stained with Syto 9.  
 
 
Electrochemically active biofilm development in continuous conditions. A reactor 
containing a graphite electrode polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl was inoculated with G. 
bremensis strain E in the same manner as previously described. The current density increased 
from day 1 until reaching 2036 mA/m2 (FIG. 8). When it began to decrease (day 5), the 
reactor was fed continuously with fresh medium with a residence time of 30 hours. This 
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FIG. 8. Chronoamperometry performed with G. bremensis strain E with a graphite electrode 
polarized at 0.50 V vs Ag/AgCl. At 5th day the reactor was fed continuously with fresh 





 For the first time strains of Geobacter bremensis were found to be able to transfer 
electrons from ethanol oxidation to an electrode. It has already been showed that 
Desulfuromonas acetoxidans, Geobacter metallireducens, Geobacter sulfurreducens and 
Geopsychrobacter electrodiphilus were able to use electrodes as electron acceptors from the 
oxidation of organic compound (Bond et al., 2002; Bond and Lovley, 2003; Holmes et al., 
2004). In previous studies, chronoamperometries achieved on graphite electrodes with acetate 
as electron donor have shown current densities up to 165 mA/m2 with Desulfuromnas 
acetoxidans (Bond et al., 2002), 8000 mA/m2 with G. sulfurreducens (Dumas et al., 2007) 
and 37300 mA/m2 with Geopsychrobacter electrodiphilus A1T (Holmes et al., 2002b). Here 
current densities up to 2489 mA/m2 suggested that G. bremensis is among the most efficient 
bacteria for the electron transfer to solid electrodes. This ability is consistent with the fact that 
Geobacter bremensis is known to transfer electrons to insoluble electron acceptors, such as 
Fe(III) oxides (Straub and Shink, 2004).  
 
Relevance of using polarized electrodes to select and enrich electrochemically active 
isolates. Only rare studies have reported the use of a working electrode polarized at a constant 
Chapitre V : Isolats anaérobies 
 
   206  
potential (chronoamperometry) value to detect electrochemically active biofilms in natural 
environments. In most cases, fuel cell systems have been implemented in this objective, 
which did not allow controlling finely the potential of the anode, as this potential directly 
depends on the operating conditions of the cathode. In microbial fuel cells, the current 
increase may thus result from modifications in the anodic or the cathodic reactions. In 
contrast, the current recorded under constant potential chronoamperometry is only linked to 
modifications of the reactions occurring on the working electrode surface. This work 
demonstrates the relevance of this technique to drawn electrochemically active bacteria from 
natural environments. DGGE analysis of the microbial communities attached to the surface of 
polarized and non polarized DSA electrodes embedded in the same reactor of compost 
showed that the polarized electrodes were heavily enriched in Deltaproteobacteria in 
comparison to non-polarized electrodes that were preferentially colonized by 
Gammaproteobacteria and Firmicutes. This result was consistent with previous studies 
showing that electrodes producing electricity in sediment microbial fuel cells were enriched in 
Geobacteraceae compared to control electrodes also embedded in marine sediment but not 
harvesting power (Bond et al., 2002; Holmes et al., 2004a; Tender et al., 2002).  
In pure cultures, using polarized electrodes favoured the development of mature and effective 
biofilms as revealed by CVs and CLSM images (FIG. 8 and 9). CVs performed with non-
polarized graphite electrodes dipped for 12 days in a reactor inoculated with G. bremensis 
strains showed no occurrence of any oxidation reaction, while polarized electrodes displayed 
high oxidation currents, following the current increase observed on chronoamperometry.  
 
Importance to study bacteria recovered from electrochemically active biofilms. The 
strains of Geobacter bremensis isolated here belong to the few bacteria that have been 
isolated directly from an electrochemically active biofilm. In comparison to the initial 
biofilms formed in garden compost, the pure cultures of isolates used here allowed current 
densities to be improved. With DSA electrodes, current densities up to 545 mA/m2 have been 
previously observed in compost (Parot et al., 2007b) whereas 752 and 1403 mA/m2 were 
obtained here with G. bremensis isolates (FIG. 4). Current densities were then improved in 
using graphite electrodes which led to current densities higher than 2200 mA/m2. A similar 
ratio in current densities obtained with DSA and graphite electrodes has already been 
observed with pure culture of G. sulfurreducens. It has been attributed to the higher surface 
roughness of the graphite electrode (Dumas et al., 2007) as it may also be the case here.  
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The commercial strain G. bremensis DSM 12179 revealed less efficient than the G. bremensis 
isolates for the electron transfer to DSA electrodes. With graphite electrodes, currents 
recorded with commercial strain and isolates were in the same order of magnitude. However, 
current density decreased faster with G. bremensis strain DSM 12179 and the replacement of 
medium with fresh one didn’t stop this evolution, showing that this phenomenon was not due 
to ethanol depletion. That suggested therefore that the commercial strain was less relevant to 
long-term electron transfer to graphite electrodes than isolates. This result is consistent with 
the current densities obtained from the strains of Geopsychrobacter electrodiphilus isolated 
from sediment electrochemically active biofilms which are the highest values reported in 
literature until 1214 A/m2 (Holmes et al., 2004b). In addition, the study in pure culture of 
Pelobacter venetianus DSM 2395 close to dominant Pelobacter spp. identified in 
electrochemically active biofilm from compost showed that this strain was unable to transfer 
electrons to DSA electrodes. The present work thus confirmed that extracting new strains 
directly from electrochemically active biofilms seems an optimal way to get the most 
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 Dans cette dernière partie du travail, afin de suivre l’évolution du biofilm par une 
technique complémentaire à la chronoampérométrie, la voltammétrie cyclique a été utilisée de 
manière systématique en parallèle de la chronoampérométrie. En effet, tout au long de l’étude, 
des environnements naturels aux isolats bactériens, les différents résultats obtenus par cette 
technique ont montré qu’elle permettait de caractériser : 
- à une échelle locale, les échanges rapides d’électrons entre les bactéries du biofilm 
et l’électrode,  
- l’électroactivité du biofilm dans son ensemble, par comparaison des cycles 
effectués avant et après l’augmentation de la densité de courant en 
chronoampérométrie. 
Des voltammétries cycliques ont été réalisées toutes les 24 heures à 10 puis 2 mV/s avec les 
électrodes de graphite utilisées lors des essais avec les souches G. bremensis. Les résultats 
sont représentés pour l’isolat G. bremensis souche E (Figures V.2 et V.3), l’isolat G. 
bremensis souche B (Figures V.5 et V.6), la souche commerciale G. bremensis DSM 12179 
(Figures V.8 et V.9) et le réacteur témoin (Figures V.11 et V.12). Les chronoampérométries 
correspondantes sont représentées sur la figure 3 de la publication et sur les figures V.1, V.4, 
V.7 et V.10. 
 
Les voltammétries cycliques ont montré une évolution similaire au cours du temps quelle que 
soit la souche considérée : du jour 0 (juste après l’injection des bactéries) au jour 3, des 
changements rapides ont été observés, puis les cycles se sont stabilisés les jours suivants, 
jusqu’à la fin de la chronoampérométrie (jour 12). Ainsi, pour chaque souche, les 
voltammétries cycliques aux jours 0, 1, 2, 3, 7 et 11 ont été représentées. 
 
L’analyse de l’ensemble des cycles a permis de distinguer deux phénomènes : 
- les courants enregistrés par l’intermédiaire de la voltammétrie cyclique ne 
correspondent pas toujours à ceux obtenus en chronoampérométrie. En effet, sur 
les cycles effectués à 10 mV/s, des courants élevés ont été observés sur les 
voltammogrammes du Jour 1 alors que la densité de courant enregistrée en 
chronoampérométrie au même moment était nulle.  
- les voltammogrammes obtenus les Jours 1 et 2 ont montré des courants 
particulièrement élevés à 10 mV/s, ce phénomène n’était pratiquement pas visible 
à la vitesse de 2 mV/s. Il est connu que les hauteurs de pics de courant obtenus en 
voltammétrie sont proportionnelles à la vitesse de balayage pour des espèces 
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adsorbées. Les allures des voltammogrammes à 10 mV/s et 2 mV/s indiquent donc 
qu’une espèce adsorbée donne un très fort courant de façon transitoire les Jours 1 
et 2.  
Ainsi, les différentes conclusions dressées à l’issue cette étude ont bénéficié de la 
complémentarité des techniques de chronoampérométrie et de voltammétrie cyclique. D’une 
part, le développement du biofilm électroactif a pu être suivi en terme d’efficacité par la 
mesure de la densité de courant en chronoampérométrie. D’autre part, il semble que la 
voltammétrie cyclique ait plutôt permis de caractériser l’évolution physiologique du biofilm, 
les courants importants détectés les Jours 1 et 2 correspondant aux premières phases 
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Figure V.1. Chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl (électrode de graphite) effectuée dans 












Figure V.2. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 











Figure V.3. Voltammogrammes cycliques à 2 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 
utilisée pour la chronoampérométrie (G. bremensis souche E) représentée sur la figure V.1.  
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Figure V.4. Chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl (électrode de graphite) effectuée dans 












Figure V.5. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 











Figure V.6. Voltammogrammes cycliques à 2 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 
utilisée pour la chronoampérométrie (G. bremensis souche B) représentée sur la figure V.4.  
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Figure V.7. Chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl (électrode de graphite) effectuée dans 












Figure V.8. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 











Figure V.9. Voltammogrammes cycliques à 2 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 
utilisée pour la chronoampérométrie (G. bremensis DSM 12179) représentée sur la figure V.7.  
Chapitre V : Isolats anaérobies 
 








Figure V.10. Chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl (électrode de graphite) effectuée 












Figure V.11. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 











Figure V.12. Voltammogrammes cycliques à 2 mV/s obtenus avec l’électrode de graphite 
utilisée pour la chronoampérométrie (réacteur témoin) représentée sur la figure V.10. 
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V.2.2. Résultats obtenus avec la souche commerciale Pelobacter venetianus DSM 2395 
 
 Les résultats fournis par l’analyses de l’ADN total ont montré une prédominance du 
genre Pelobacter dans les biofilms électroactifs formés dans le terreau. Cependant, le milieu 
utilisé pour l’approche en culture-dépendante n’a pas permis d’obtenir d’isolats appartenant à 
ce genre. Ainsi, à défaut d’isolats, il a été décidé d’évaluer l’électroactivité de la souche 
commerciale Pelobacter venetianus DSM 2395, proche voisine des souches détectées dans le 
biofilm électroactif. De la même manière que les isolats du genre Geobacter, Pelobacter 
venetianus a été cultivée avec du Fe(III)-acide nitrilotriacétique comme accepteur d’électrons 
et de l’éthanol comme donneur d’électrons (milieu B). Concernant les conditions 
électrochimiques, des chronoampérométries ont été effectuées à 0.50 V vs Ag/AgCl avec 
deux matériaux différents : une électrode de DSA® (Figure V.13A) et une électrode de 
graphite (Figure V.13B). Ces deux chronoampérométries ont été répétées une fois (données 
non présentées). 
Les résultats obtenus avec Pelobacter venetianus n’ont pas montré d’augmentation de la 
densité de courant (Figure V.13), indiquant qu’aucun transfert électronique n’a eu lieu entre 









Figure V.13. Chronoampérométries à 0.50 V vs Ag/AgCl effectuées avec une électrode de 
DSA® (graphe A) et une électrode de graphite (graphe B) dans un réacteur ensemencé par la 
souche Pelobacter venetianus DSM 2395. 
 
 
Par ailleurs, de façon similaire à ce qui avait été effectué avec les souches G. bremensis, des 
voltammétries cycliques ont été réalisées tous les deux jours en parallèle de la 
chronoampérométrie (phénomène engendrant les artefacts visibles sur les graphes de la figure 
V.13). Dans ce cas, les cycles ne montrent aucune évolution au cours du temps pour les deux 
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matériaux (Figures V.14 et V15), phénomène en accord avec l’absence de détection 
d’électroactivité en chronoampérométrie. Il est à noter que les pics visibles sur tous les cycles 
sont dus à l’oxydation et la réduction de l’éthanol présent dans le milieu, comme cela a été 








Figure V.14. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec une électrode de DSA® 
utilisée pour la chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl réalisée avec Pelobacter venetianus 








Figure V.15. Voltammogrammes cycliques à 10 mV/s obtenus avec une électrode de graphite 
utilisée pour la chronoampérométrie à 0.50 V vs Ag/AgCl réalisée avec Pelobacter venetianus 
DSM 2395 (représentée figure V.9B).  
 
 
 L’ensemble des résultats obtenus avec Pelobacter venetianus DSM 2395 a montré 
l’incapacité de cette souche à assurer un transfert électronique avec une électrode dans les 
conditions considérées. Par conséquent, il est actuellement impossible de conclure quant à 
l’électroactivité d’isolats du genre Pelobacter. Cependant, la forte représentativité de ce genre 
détectée par biologie moléculaire dans les biofilms électroactifs du terreau peut laisser penser 
que des isolats Pelobacter spp. seraient possiblement électroactifs, confirmant à nouveau la 
nécessité d’étudier l’électroactivité d’isolats directement issus des biofilms électroactifs.   
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V.3. Electroactivité des cultures pures en conditions de réduction 
 
 Les travaux précédents ont montré que les souches G. bremensis étaient capables 
d’utiliser une électrode de DSA ou de graphite comme accepteur d’électrons. Dans l’optique 
d’une future utilisation des isolats G. bremensis dans des procédés tels que les PACs 
microbiennes, une étude complémentaire a été menée afin de déterminer si ces bactéries 
pouvaient utiliser une électrode comme donneur d’électrons. Dans ce cas, une électrode 
d’acier inoxydable de type 254 SMO a été utilisée comme électrode de travail.  
 Excepté les donneur/accepteur d’électrons, des conditions expérimentales identiques à 
celles précédemment décrites en conditions d’oxydation ont été mises en œuvre dans cette 
nouvelle étude : des réacteurs contenant 500 mL de milieu avec une électrode d’acier 
inoxydable polarisée à -0.50 V vs Ag/AgCl comme donneur d’électrons et du Fe(III)-acide 
nitrilotriacétique comme accepteur d’électrons, ont été ensemencés avec les isolats G. 
bremensis souche E, G. bremensis souche B et la souche G. bremensis DSM 12179. Un 
quatrième réacteur n’a pas été ensemencé afin d’obtenir une chronoampérométrie de contrôle. 
Les conditions anaérobies dans les réacteurs ont été assurées par un léger bullage de N2/CO2 
(80:20) constant. Tous les réacteurs ont été thermostatés à 30°C dans un bain-marie.  
 
 Deux séries de chronoampérométries ont été réalisées montrant des résultats 
reproductibles (Figures V.16 et V.17). Après un temps de latence très court de quelques 
heures, la densité de courant a augmenté, en valeur absolue, pour les trois réacteurs 
ensemencés avec les bactéries. Les densités de courant observées avec l’isolat G. bremensis 
souche E et la souche G. bremensis DSM 12179 ont été supérieures à celles obtenues avec 
l’isolat G. bremensis souche B. Contrairement à ce qui avait été précédemment observé en 
oxydation, la souche commerciale a donc donné des densités de courant plus élevées qu’un 
des isolats testés. Des densités de courant maximales de 3891 mA/m2 pour l’isolat G. 
bremensis souche E, 1475 mA/m2 pour l’isolat G. bremensis souche B et 4463 mA/m2 pour la 
souche commerciale ont été atteintes. Aucune augmentation de courant n’a été enregistrée 
avec les réacteurs témoins. 
 
 Afin d’étudier plus en détail les mécanismes pouvant intervenir dans les transferts 
électroniques détectés, dans la deuxième série d’expériences, le milieu contenu dans le 
réacteur a été remplacé par du milieu frais pendant le troisième jour (Jour 2.5) (Figure V.17). 
Cette opération a provoqué une diminution soudaine de la densité de courant jusqu’à 0 mA/m2 
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avant d’augmenter à nouveau. Ce résultat contraste avec ce qui avait été précédemment 
observé avec les chronoampérométries effectuées en oxydation avec les électrodes de 
graphite : dans ce cas, le changement de milieu n’avait pas affecté les densités de courant 
enregistrées (Figure 5 de la publication).  
Une hypothèse possible pouvant expliquer la chute de la densité de courant observée ici serait 
un mécanisme de transfert d’électrons indirect. En effet, si des médiateurs produits par les 
bactéries assurent le transfert d’électrons entre les micro-organismes et l’électrode, ceux-ci 
sont alors retirés lors du changement de milieu. Ensuite, le courant peut re-augmenter lorsque 
















Figure V.16. Chronoampérométries effectuées avec une électrode d’acier inoxydable type 
254 SMO polarisée à -0.50 V vs Ag/AgCl comme donneur d’électrons et l’éthanol comme 
accepteur d’électrons. Réacteurs ensemencés au jour 0 avec l’isolat G. bremensis souche E 
(graphe I), l’isolat G. bremensis souche B (graphe II), la souche G. bremensis DSM 12179 
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Figure V.17. Chronoampérométries effectuées avec une électrode d’acier inoxydable type 
254 SMO polarisée à -0.50 V vs Ag/AgCl comme donneur d’électrons et l’éthanol comme 
accepteur d’électrons. Réacteurs ensemencés au jour 0 avec l’isolat G. bremensis souche E 
(graphe I), l’isolat G. bremensis souche B (graphe II), la souche G. bremensis DSM 12179 
(graphe III) et réacteur témoin (graphe IV). Le milieu a été remplacé par du milieu frais au 





 La formulation d’un milieu riche en Fe(III) pour l’approche en culture-dépendante a 
permis d’isoler plusieurs souches de Geobacter bremensis des biofilms électroactifs du 
terreau. Les études suivantes menées avec les cultures pures de ces isolats ont alors montré 
pour la première fois que Geobacter bremensis était capable d’utiliser une électrode comme 
accepteur ou donneur d’électrons. Une nouvelle bactérie de la famille des Geobacteraceae a 
donc été identifiée comme étant électroactive, s’ajoutant ainsi à une liste déjà conséquente 
puisque cette famille compte la majorité des bactéries électroactives connues à ce jour : 
Geobacter metallireducens, Geobacter sulfurreducens, Geobacter electrodiphilus, Geobacter 
psychrophilus, Desulfuromonas acetoxidans (Lovley, 2006c). Ce résultat soulève un point 
Chapitre V : Isolats anaérobies 
 
   221  
important de la démarche mise en œuvre dans la recherche de nouvelles bactéries 
électroactives : l’influence cruciale du milieu utilisé sur les isolats obtenus. En effet, 
l’approche initiale en culture-indépendante indiquait une prédominance de bactéries du genre 
Pelobacter et finalement seuls des isolats Geobacter bremensis ont été obtenus, soulignant 
ainsi la complémentarité des deux techniques microbiologiques utilisées tout au long de cette 
étude. 
Par ailleurs, les résultats obtenus dans cette dernière partie ont permis d’apporter deux 
éléments essentiels pour l’étude générale des biofilms électroactifs : 
- l’effet de la polarisation de l’électrode sur les bactéries des biofilms, en 
sélectionnant certaines populations bactériennes (ici Deltaproteobacteria), a 
souligné la pertinence de l’utilisation de la chronoampérométrie pour la formation 
des biofilms électroactifs dans les environnements complexes. Cet aspect a été 
confirmé par la comparaison des voltammétries cycliques et des observations 
microscopiques effectuées avec des électrodes polarisées et non polarisées, 
montrant l’influence importante du potentiel imposé à l’électrode sur le 
développement du biofilm électroactif.  
- les différences de densités de courants obtenues en oxydation entre les isolats G. 
bremensis et la souche commerciale correspondante ainsi que l’inefficacité de la 
souche commerciale Pelobacter venetianus DSM 2395 ont montré l’importance 
d’étudier les bactéries directement issues des biofilms électroactifs et non les 
souches apparentées. Comme ce phénomène n’a pas été visible dans les conditions 
de réduction, il semblerait que les mécanismes impliqués dans le transfert 
d’électrons diffèrent selon la réaction considérée. 
 
 
      
Conclusion générale 
 




















      
Conclusion générale 
 
   225  
CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 
 
 Les travaux mis en œuvre et présentés dans ce manuscrit participent d’une recherche 
innovante qui s’intensifie au fil des années. L’analyse bibliographique a en effet montré que 
les connaissances sur les biofilms électroactifs en sont encore à leurs débuts et que ceux-ci 
suscitent un intérêt grandissant. L’essentiel des travaux actuellement menés s’attachent à 
améliorer les performances des piles à combustibles microbiennes et à déchiffrer les 
mécanismes du transfert électronique entre les bactéries et les supports conducteurs. 
Cependant on peut noter que seuls quelques environnements complexes sont utilisés comme 
source de micro-organismes électroactifs : sédiments, boues anaérobies et effluents ; et que 
les études sur les transferts d’électrons sans médiateur s’appuient sur un nombre limité de 
bactéries (principalement Geobacter sulfurreducens et Shewanella oneidensis). Sur la base de 
cette étude bibliographique, il a donc été décidé d’élargir le champ de recherches à de 
nouveaux environnements naturels afin de profiter de la biodiversité qu’ils peuvent offrir et 
accroître ainsi les chances de découvrir de nouvelles bactéries électroactives.  
 
 Deux étapes principales ont été définies pour répondre aux objectifs de ce travail : la 
formation de biofilms électroactifs dans divers environnements naturels puis l’évaluation en 
culture pure de l’électroactivité des différents isolats issus de ces biofilms. L’approche 
interdisciplinaire adoptée pour mener cette étude, associant des connaissances et des 
compétences en bioélectrochimie et microbiologie, a bénéficié des travaux communs des 
différents partenaires scientifiques du projet européen EA-Biofilms dans lequel s’inscrit cette 
thèse.  
 L’étape préliminaire réalisée dans les environnements naturels a permis de détecter des 
biofilms électroactifs dans les trois milieux testés : le terreau, les sols pollués et l’eau de la 
mangrove guyanaise. Une étude systématique de ces différents milieux a été mise en place 
grâce à l’utilisation de la chronoampérométrie, technique permettant de contrôler 
efficacement le développement des biofilms. Les densités de courant recueillies, supérieures à 
500 mA/m2 dans le terreau et 900 mA/m2 dans l’eau de mangrove, laissent entrevoir la 
diversité des milieux susceptibles d’être la source de biofilms électroactifs efficaces. Même 
s’il n’existe pas d’étude directement comparable dans la littérature, les courants atteints sont 
du même ordre de grandeur que ceux obtenus par ailleurs en chronoampérométrie avec des 
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bactéries en culture pure. Ces résultats constituent une avancée nouvelle en matière de 
formation et de détection de biofilms électroactifs.  
 Parmi les différents biofilms issus des environnements naturels, ceux développés dans 
le terreau ont été étudiés de façon plus approfondie afin d’optimiser les conditions de 
formation d’un biofilm efficace, conduisant aux densités de courant les plus élevées possible. 
A partir de ces biofilms, l’équipe du Laboratoire d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère 
(LEMiR, CEA Cadarache, France) a réussi à isoler et identifier des isolats anaérobies de 
Geobacter bremensis. L’étude en culture pure menée avec ces isolats a mis en évidence pour 
la première fois l’électroactivité de l’espèce Geobacter bremensis, élargissant ainsi le panel 
des bactéries électroactives déjà identifiées. Lors des chronoampérométries réalisées en 
culture pure dans des conditions d’oxydation, l’optimisation successive de différents 
paramètres expérimentaux tels que le milieu, le matériau d’anode et l’apport en nutriments, a 
permis de stabiliser la densité de courant autour de 1730 mA/m2 pendant plus de dix jours. 
Cette valeur se situe parmi les plus importantes reportées dans la littérature dans des 
conditions similaires, démontrant la réelle efficacité des isolats Geobacter bremensis. 
L’originalité de cette étude réside également dans le fait que les souches électroactives de 
Geobacter bremensis sont directement issues d’un biofilm électroactif, contrairement aux 
bactéries actuellement étudiées. L’origine de la souche s’est avérée déterminante puisqu’une 
étude comparative a permis de mettre en évidence l’efficacité accrue des isolats par rapport à 
la souche commerciale. Ces conclusions constituent un des résultats majeurs obtenus au cours 
de cette thèse. 
 Actuellement les réactions de catalyse anaérobies en oxydation par des bactéries 
électroactives sont le sujet d’étude le plus répandu dans le domaine des biofilms électroactifs. 
Grâce au travail réalisé au cours de cette thèse, un nouveau champ de recherche a été ouvert 
concernant la biocatalyse de réactions de réduction. En conditions anaérobies, il a été montré 
la capacité des isolats Geobacter bremensis à réduire le Fe(III) en utilisant les électrons d’une 
électrode d’acier inoxydable. En conditions aérobies, des bactéries isolées des biofilms 
électroactifs du terreau appartenant aux genres Pseudomonas et Enterobacter et des bactéries 
issues des biofilms électroactifs marins appartenant majoritairement au genre Roseobacter se 
sont avérées capables de catalyser la réduction électrochimique de l’oxygène en utilisant les 
électrons d’électrodes de carbone vitreux. Cette dernière étude a été menée en voltammétrie 
cyclique sur la base d’un protocole mis au point avec Enterobacter spp. issues du terreau. 
 Dans son ensemble, le travail réalisé permet de dresser des conclusions importantes 
venant enrichir les connaissances actuelles sur les biofilms électroactifs.  
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D’un point de vue microbiologique, comme l’étude des populations bactériennes des biofilms 
électroactifs a mis en évidence une large gamme de bactéries électroactives et que des 
biofilms électroactifs ont été formés dans trois environnements naturels différents, il 
semblerait qu’une multitude de bactéries seraient en réalité capables d’échanger des électrons 
avec un métal.  
D’un point de vue électrochimique et méthodologique, l’analyse conjointe des différents 
résultats obtenus tout au long de l’étude a permis de conclure quant à la pertinence de 
l’utilisation de la chronoampérométrie pour la sélection des bactéries électroactives dans des 
environnements complexes et pour l’évaluation de l’électroactivité des isolats en culture pure. 
Par ailleurs, la complémentarité des techniques électrochimiques de chronoampérométrie et 
de voltammétrie cyclique a été exploitée afin de suivre le développement du biofilm 
électroactif sous divers aspects. Il a été en effet possible de suivre en parallèle le 
développement du biofilm électroactif dans son ensemble par chronoampérométrie et à 
l’échelle de la cellule bactérienne par voltammétrie cyclique.  
Enfin, la mise en évidence de nouveaux éléments concernant les mécanismes de transfert 
d’électrons entre les bactéries et les métaux a permis d’émettre plusieurs hypothèses. D’une 
part, des enzymes excrétées et piégées au sein du biofilm pourraient être impliquées dans le 
transfert électronique lors de la catalyse de la réduction de l’oxygène par Roseobacter spp.. 
D’autre part, les isolats Geobacter bremensis semblent utiliser différents modes de transfert 
selon les réactions considérées : le mécanisme serait plutôt de type direct en oxydation et de 
type indirect en réduction. Ces différentes hypothèses confirment l’intérêt d’axer les 
recherches sur des isolats électroactifs afin de caractériser au mieux les éléments responsables 
des transferts électroniques.  
 
 Un certain nombre de perspectives sont donc envisageables à l’issue de ce travail, tant 
du point de vue de son application directe que de celui de la compréhension de différents 
phénomènes induits par les biofilms électroactifs.  
L’utilisation possible des résultats pour la mise en œuvre de piles à combustible microbiennes 
a été évoquée à de nombreuses reprises au cours de ce travail. Ainsi, une PAC totalement 
microbienne pourrait être développée grâce à l’utilisation des isolats Geobacter bremensis 
dans les compartiments anodique et cathodique. Cette application pourrait être complétée par 
des études visant à améliorer l’efficacité de la biocathode, l’approche en réduction ayant été 
moins approfondie que celle en oxydation. A plus long terme, les mécanismes de transfert 
électronique chez les isolats Geobacter bremensis mériteraient d’être explorés de manière 
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plus approfondie que ce soit avec des outils électrochimiques ou de biologie moléculaire, 
comme cela est actuellement développé avec Geobacter sulfurreducens.  
Sur la base des résultats préliminaires obtenus en réduction dans les sols pollués, des 
applications pourraient être envisagées en matière de bioremédiation pour le développement 
de biocathodes dans les milieux riches en nitrates.  
Par ailleurs, la démarche suivie et l’ensemble des résultats établis avec les divers isolats 
électroactifs constituent une base solide pour l’identification et la caractérisation des bactéries 
responsables des phénomènes de biocorrosion anaérobie et aérobie. Les éléments 
d’information recueillis seraient un moyen d’action ciblé pour contrer les bactéries 
concernées.  
Enfin, la maîtrise des paramètres influençant l’efficacité des biofilms électroactifs et la 
caractérisation des mécanismes de transfert d’électrons mis en jeu peuvent permettre le 
développement de biocapteurs dont il serait possible d’accroître la spécificité grâce à 
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